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La chromatine est un système de compaction de l’ADN jouant un rôle important dans la 
régulation de l’expression génique. L’acétylation de la chromatine provoque un relâchement 
de sa structure, facilitant le recrutement de facteurs de transcription. Inversement, des 
complexes histones déacétylases favorisent une structure compacte, réprimant l’expression de 
gènes.  
Un complexe HDAC, Rpd3S, est recruté par l’ARN polymérase II phosphorylée sur les 
régions codantes transcrites. Cette activité HDAC est stimulée par la déposition de la marque 
H3K36me générée par l’histone méthyltransférase Set2. Par approche génomique, en utilisant 
comme organisme modèle Saccharomyces cerevisiae, j’ai optimisé la méthode de ChIP-chip 
puis démontré que les sous unités Hos2 et Set3 d’un autre complexe HDAC, Set3C, étaient 
recrutées sur des régions codantes de gènes transcrits. De plus, Set3C est connu pour être 
recruté soit par H3K4me ou par la Pol II. 
La suite du projet portera sur le recrutement de Set3C qui semble similaire à Rpd3S. 
 





Chromatin is a DNA compaction system and the main mecanism of gene expression 
regulation. Acetylation of histones loosens DNA compaction and thus facilitates the 
recruitment of transcription factors. By opposition, histone deacetylase (HDAC) complexes 
increase the compaction of chromatin and thus repress transcription. 
 Rpd3S, a HDAC complex, is recruited to chromatin by interaction with a phosphorylated 
form of RNA polymerase II (Pol II) on actively transcribed genes and its activity is stimulated 
by the presence of the mark H3K36me mark. During my Master degree, I optimized ChIP-
chip, using Saccharomyces cerevisiae as model organism, in order to investigate the 
localisation of two subunits (Hos2 and Set3) of another HDAC complex, Set3C. My datas 
demonstrate that Set3C subunits localized on actively transcribed genes, in a fashion similar to 
Rpd3S.  
Further, Set3C is known to be recruited either by Pol II or H3K4me suggesting that Set3C has 
a similar recruitment mechanism than Rpd3S.  
Future experiments in the laboratory will investigate the recruitment of Set3C. 
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1.1.1 Historique  
 
L’acide désoxyribonucléique (ADN) génomique eucaryote se localise dans le noyau 
de la cellule. La structure organisée et compacte de l’ADN dans le noyau fut observée, bien 
avant de connaître sa fonction, vers 1880 par Walther Flemming. Il la nomma chromatine à 
cause de la couleur dense observée au microscope dans le noyau de la cellule (Olins and Olins 
2003). Ce n’est qu’à partir de la deuxième moitié du XXème siècle que de nombreuses études 
ont déterminé de façon plus précise que l’ADN était porteur de l’information génétique 
(Avery, Macleod et al. 1944) et qu’il existe une structure dimensionnelle bien précise à la 
molécule d’ADN (Watson and Crick 1953). En 1974, Kornberg et Olins ont visualisé de 
façon plus détaillée la structure compacte de l’ADN démontrant ainsi que des protéines 
nommées histones s’alliaient à l’ADN. Dans ce cas précis, il s’agit de la chromatine. 
L’enroulement de l’ADN autour des histones a donné la sous unité chromatinienne : le 
nucléosome (Kornberg 1974). L’ensemble de ces recherches a permis d’affiner la 
compréhension de la chromatine tant sur sa structure et sa composition que son organisation 
et ses fonctions. 
 
1.1.2 Niveaux de compaction de la chromatine 
 
Le génome eucaryote est organisé par la chromatine constituée de la répétition d’un 
complexe ADN-protéine nommé nucléosome (Rando and Chang 2009). Chaque nucléosome 
correspond à l’assemblage d’un octamère de protéines histones ayant pour but d’enrouler 
l’ADN (Kornberg and Lorch 1999) (Figure 1.1). La répétition des nucléosomes aboutit au 
premier  niveau de compaction appelé « collier de perles » ou fibre de 10 nm (Figure 1.1). 
Elle se caractérise par 146 paires de base d’ADN enroulées 1.7 fois  autour d’un octamère 
d’histones (Xu and Zhu 2010). Le deuxième niveau de compaction, structure tertiaire de la 






Figure 1.1 : Les différents niveaux de compaction de l’ADN (Stephens, Miaskowski et al. 
2012) 
L’ADN forme une structure double hélice capable de s’enrouler autour des protéines 
histones formant ainsi des nucléosomes. Ce sont des fragments d’ADN qui relient chaque  
nucléosome les uns à la suite des autres formant ainsi la structure de 10 nm nommée collier 
de perle. Les queues d’histones facilitent la compaction de l’ADN donnant ainsi une structure  
ordonnée et condensée entre les nucléosomes. Il s’agit de la forme compacte de 30 nm.  La 
chromatine possède une plasticité lui permettant d’acquérir différentes formes condensées. 




Le deuxième niveau de compaction inclut des interactions inter- nucléosomes médiées 
par les différentes structures covalentes et modifications des histones. Des études utilisant la 
microscopie électronique ont montré deux modèles de la structure tertiaire : le modèle zig-zag 
et le modèle solénoïde (Figure 1.2) (Li and Reinberg 2011). Ces deux modèles suggèrent 
deux possibilités de la compaction de la fibre de 30 nm. Cependant ces modèles ne sont basés 
que sur des études in vitro, remettant ainsi en question les deux possibilités de structure 
tertiaire proposées. D’autres approches expérimentales utilisant la cryo microscopie 
électronique en condition diluée (in vitro) ainsi que la capture de conformation de la 
chromatine (in vivo) avancent le fait que la chromatine est sous forme d’un polymère liquide 
dans le noyau des eucaryotes (polymer melt) (Maeshima, Hihara et al. 2010). La cryo 
microscopie électronique permet l’analyse de sections immobilisées de macromolécules 
permettant ainsi d’analyser les différentes coupes moléculaires pour mieux comprendre 
l’architecture dimensionnelle. Maeshima a donc suggéré que la fibre  de 30 nm était remise en 
question et proposa un modèle composé d’un polymère liquide dont la structure dynamique 
était dépendante de la concentration des nucléosomes. Plus la concentration est importante et 
plus les interactions interfibres deviennent majoritaires. Ce type d’organisation favoriserait la 
localisation des gènes les plus transcrits à l’extérieur de l’arrangement nucléosomal tandis que 
les gènes les moins actifs se situeraient enfouis à l’intérieur de la structure internucléosomale. 
Les différentes approches in vitro et in vivo montrent la difficulté de compréhension de 
l’agencement des différents niveaux de compaction de la chromatine. L’existence même de la 
fibre de 30 nm reste controversée et l’organisation des niveaux de condensation supérieure de 
la chromatine, tels que les chromosomes, reste largement méconnue (Grigoryev and 
Woodcock 2012). 
 
1.1.3 Protéines histones  
 
Les histones sont les seuls constituants protéiques du nucléosome. Ce sont de petites 
protéines globulaires basiques qui s’assemblent pour former un octamère. Cet octamère, 
chargé positivement, va interagir avec l’ADN, dont la charge est négative, et faciliter sa 
compaction. L’octamère d’histone possède une structure bien précise. Il est composé d’un 
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tétramère H3-H4 et de deux dimères H2A-H2B (Figure 1.3). Une cinquième protéine, 
l’histone H1 permet la liaison entre les nucléosomes (Ramachandran, Omar et al. 2003). 
Chaque protéine histone possède un domaine globulaire central (histone fold) structuré 
entourée par deux queues, une N-terminale et une C-terminale. De nombreuses modifications 
post-traductionnelles au niveau des résidus de la queue N-terminale et du domaine globulaire 
sont connues. Les modifications effectuées sur ces résidus vont influencer la dynamique de 
remodelage des histones engendrant l’évolution des niveaux de compaction. Ainsi la 
décondensation de la chromatine permettra le recrutement de la machinerie transcriptionnelle. 
 
1.1.4 Fonction de la chromatine 
 
Les différents états de condensation de la chromatine énumérés précédemment 
démontrent la plasticité de cette chromatine lui permettant ainsi d’acquérir des fonctions 
différentes. Lorsque la chromatine est fortement condensée, l’ADN est protégé de la plupart 
des activités. La division mitotique est un exemple où la chromatine adopte une forme 
condensée peu active appelée dans ce cas précis chromosome. Au contraire, des états 
décondensés facilitent l’accès à l’information génétique pour favoriser différentes activités 
tels que l’action des facteurs de transcription, la réplication et le contrôle du cycle cellulaire 
(Rando and Chang 2009). Finalement les nucléosomes restent l’obstacle principal à 
contourner par les mécanismes cellulaires dans le but d’accéder à l’information génétique. 
Cependant il existe des mécanismes permettant d’apprivoiser cette chromatine et de la rendre 
ainsi accessible. Trois types de modifications sont actuellement connus dans le but de changer 
la dynamique de la chromatine : les modifications post-traductionnelles des histones, 
l’incorporation de variantes d’histone et le remodelage ATP-dépendant des nucléosomes. 
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Figure 1.2 : Modèles des deux fibres de chromatine de 30 nm. (Li and Reinberg 2011) 
(a) (c) Représentation du modèle solénoïde. Il se caractérise par une connexion de 6 à 8 
nucléosomes par tour. Ces 6 à 8 nucléosomes interagissent entre eux pour procurer une 
stabilité (Robinson and Rhodes 2006). (b) (d) Modèle ziz-zag qui correspond à des 





1.2 La machinerie transcriptionnelle  
1.2.1 La transcription, l’ARN polymérase II et le CTD 
 
La transcription est un mécanisme moléculaire permettant l’obtention de l’acide 
ribonucléique messager (ARNm) à partir d’ADN. Trois principales étapes caractérisent la 
transcription : l’initiation, l’élongation et la terminaison. L’initiation de la transcription 
nécessite le recrutement et la mise en place de complexes protéiques au niveau du promoteur 
dans le but de former un complexe de pré-initiation (CPI) (Gegonne, Weissman et al. 2006). 
L’ARN polymérase II (Pol II) est une enzyme composée de 12 sous unités.  L’une des sous-
unités les plus étudiées est Rpb1. Rpb1 possède un domaine C-terminal (CTD) particulier 
puisque ce domaine est composé d’un heptapeptide (Tyr1-Ser2-Pro3-Thr4-Ser5-Pro6-Ser7)  
répété 26 fois chez la levure et 52 fois chez les mammifères (Meisels, Gileadi et al. 1995). Il 
existe deux formes de la Pol II. L’une d’elles est la forme hypophosphorylée du CTD. Cette 
forme, située dans la fraction soluble des extraits nucléaires, ne participe pas à la 
transcription. Au contraire la deuxième forme, correspondant à la Pol II phosphorylée au 
niveau des serines 2, 5 et 7 du CTD  participe activement à la transcription (Bataille, Jeronimo 
et al. 2012). Après recrutement de la forme non phosphorylée au promoteur, la serine 5 va 
rapidement être phosphorylée à proximité du promoteur par la kinase Kin28 (Cdk7 chez les 
mammifères). Succinctement, Ctk1 (Cdk9 chez les mammifères) va être recruté au CTD où le 
complexe Bur1/2 (P-TEFb chez les mammifères), est déjà présent. La phosphorylation de la 
serine 2 va être effectuée par Ctk1 avec l’aide de Bur1/2 (Qiu, Hu et al. 2009) (Bataille, 
Jeronimo et al. 2012). Ces différentes phosphorylations vont ainsi permettre de recruter 
différents facteurs impliqués dans la régulation de la chromatine. Ces facteurs incluent les 
méthltransferases Set1 (via la serine 5 phosphorylée : P-Ser5) et Set2  (via P-Ser2) connues 
pour méthyler l’histone 3 au niveau des lysines 4 et 36 respectivement (Buratowski 2009). Le 
recrutement des ces facteurs permet de maintenir la structure de la chromatine sur les gènes 
actifs et ainsi contrer l’apparition de transcrits cryptiques. La transcription cryptique se 
caractérise par une initiation de transcription donnant naissance à de petits ARN inachevés qui 
seront par la suite dégradés ou parfois traduits, donnant naissance à des protéines tronquées 
(Cheung, Chua et al. 2008). 
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En plus de permettre le recrutement de facteurs de régulation de la chromatine, le CTD 
permet de coordonner la transcription avec les étapes de maturation des ARNm. En effet, la 
phosphorylation du CTD médie le recrutement de nombreux facteurs impliqués dans 
l’épissage, le coiffage, le clivage ou encore la polyadénylation de l’ARNm (Meinhart, 
Kamenski et al. 2005). L’ensemble de ces variations sur le CTD suggère l’existence d’un 
code de phosphorylation du CTD (Buratowski 2003).  
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1.3 Les modifications de la chromatine 
 
Toutes les cellules d’un même organisme possèdent la même information génétique en 
terme de séquence d’ADN. Ainsi, sans les mécanismes de régulation de la transcription, 
toutes les cellules se retrouveraient à exprimer les mêmes gènes. De plus, les processus tels 
que l’épissage (Parenteau, Durand et al. 2008) et l’édition de l’ARN, permettent à un seul 
gène d’encoder différentes protéines (Brennicke, Marchfelder et al. 1999). 
Dans la régulation de la transcription, les phénomènes épigénétiques modifient 
l’expression des gènes de façon réversible sans pour autant modifier la séquence d’ADN. Ces 
changements chromatiniens épigénétiques ont entre autre pour conséquences d’agir sur le 
développement et la différenciation (Mattick, Amaral et al. 2009). Bien que ces changements 
chromatiniens soient réversibles, il est possible qu’ils soient conservés et même transmis sur 
de multiples générations. Plusieurs modifications épigénétiques sont actuellement connues 
tels que le remodelage de la chromatine, les variantes d’histone et  les modifications post-
traductionnelles des histones (Maze and Nestler 2011).  
 
1.3.1 Remodelage ATP-dépendant 
 
Les interactions histone-ADN peuvent être modifiées à l’aide de complexes protéiques 
ayant une activité adénosine-5'-triphosphatase (ATPase). Cette activité modifie les 
interactions ADN-histone provoquant ainsi un glissement des nucléosomes le long de l’ADN, 
une éjection de nucléosome ou encore un échange d’histones (Hargreaves and Crabtree 2011). 
Ainsi, des sites qui étaient à l’origine peu accessibles deviennent les cibles de liaison pour des 
facteurs transcriptionnels ou d’autres mécanismes moléculaires. Le complexe Swi/Snf est un 
exemple de remodeleur de la chromatine ATP-dépendant. Ce complexe fait glisser ou éjecte 




1.3.2 Variantes d’histone 
 
Les protéines histones sont incorporées lors de la réplication (Xu and Zhu 2010). 
Chaque histone (H1, H2A, H2B, H3, H4) possède des variantes chez les eucaryotes. 
L’incorporation de ces variantes à la place des histones canoniques va permettre de modifier 
les caractéristiques des nucléosomes sans perturber leur structure. Par exemple, parmi les 
variantes d’histone connues pour H2A il y a H2A.Z, H2A.X, macroH2A et H2A.Bbd (Ausio 
2006). H2A.Z est connue pour intervenir lors de la transcription et s’opposer à la propagation 
des états silencieux de la chromatine (Draker and Cheung 2009). H2A.Z et H2A.X 
interviennent également dans des fonctions importantes telles que la viabilité et la 
prolifération cellulaire (Billon and Cote 2012). 
 
1.3.3 Modifications post-traductionnelles 
 
Les différentes modifications des histones incluent entre autre la méthylation, 
l’acétylation, la sumoylation, la phosphorylation et l’ubiquitination (Ausio 2006). Ces 
modifications régulent la structure de la chromatine mais également le recrutement d’enzymes 
et de complexes protéiques qui vont remodeler la chromatine (Henikoff and Shilatifard 2011) 
(Bannister and Kouzarides 2011). Ce sont des modifications spécifiques des histones, au 
niveau de leurs queues amino-terminales qui vont influencer les interactions entre la 
chromatine et des complexes protéiques. David Allis et Thomas Jenuwein proposèrent le 
concept de code histone et y associèrent des combinaisons spécifiques de modifications 
d’histone à une transcription active ou au contraire à des états silencieux de la chromatine 
(Jenuwein and Allis 2001). Le développement de différents outils tels que le ChIP-chip et le 
ChIP-séquence a permis d’élucider la localisation des modifications d’histone sur le génome 
eucaryote (Xu, Wei et al. 2008). Ainsi une liste de modifications post-traductionnelles 
d’histones a été mise en place, et des corrélations entre l’état de transcription et les 
modifications ont été effectuées (Figure 1.4). Bien que les queues N-terminales d’histones ne 
soient pas essentielles individuellement pour la viabilité des cellules, une délétion de 
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l’ensemble des queues provoque des altérations physiologiques et des maladies (Henikoff and 
Shilatifard 2011).  
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Figure 1.3 : Assemblage de l’octamère d’histones (site nobelprize.org)  
Chaque octamère d’histones se caractérise par l’assemblage d’un tétramère (H3H4)2 et de 
deux dimères H2A-H2B. Cette structure suggère une disposition symétrique des histones 
(Kornberg and Lorch 1999). Le schéma final en bas à droite illustre un nucléosome vu de 
face. Plus précisément, on peut voir au centre l’octamère d’histones en interaction avec la 
molécule d’ADN enroulée autour des histones.  
 13
1.3.4 Une modification post-traductionnelle : l’acétylation 
 
L’acétylation des résidus lysine (K) est régulée par deux familles d’enzymes ayant des 
activités opposées : les histones acétyltransférases (HAT) et les histones déacétylases 
(HDAC). Les HAT utilisent l’acétyle-CoA comme cofacteur afin d’ajouter un groupement 
acétyle aux lysines. Ce groupement masque la charge positive de l’histone et diminue ainsi la 
force d’interaction ADN-protéine (Kuo and Allis 1998); l’ADN devient ainsi plus accessible 
aux facteurs de régulation de mécanismes nucléaires dont ceux de la transcription (Bannister 
and Kouzarides 2011). Les queues N-terminales des histones H3 et H4 sont fortement 
acétylées. La redondance des acétylations est observée lors de la transcription bien que 
l’acétylation d’un seul résidu ne soit nécessaire pour activer la transcription (Zhang, Bone et 
al. 1998). Plusieurs HAT ont été découvertes chez la levure. Parmi les plus connus, citons 
GCN5 (general Control Nonderepressible) et TAF1 (TATA binding protein-Associated 
Factor). TAF1  fait partie du complexe des facteurs généraux de transcription TFIID. Taf1 se 
lie au promoteur et joue un rôle important dans l’activité transcriptionnelle (Martinez, Chiang 
et al. 1994). La protéine Gcn5 aide au contrôle positif de la transcription. Gcn5 acétyle 
également l’histone H3. Des mutations de Gcn5 ont montré une perte d’acétylation ayant pour 
conséquence des défauts d’activation de la transcription (Grant, Duggan et al. 1997). Des 
études sur la localisation de cette protéine ont montré qu’elle se situait principalement au 
niveau du promoteur. Cette localisation protéique au niveau des promoteurs corrèle avec le 
niveau de transcription de ces mêmes gènes (Stafford and Morse 2001).   
 
A l’inverse de l’acétylation, la déacétylation, médiée par des histones déacétylases 
(HDAC) favorise une structure compacte de la chromatine (Shahbazian and Grunstein 2007) 
(Robert, Pokholok et al. 2004). Les HDAC, généralement recrutées au promoteur des gènes, 
ont comme fonction principale de réprimer la transcription. Ces enzymes redonnent la charge 
positive des lysines via le clivage d’un groupement N-acétyle. Les deux classes enzymatiques 
HDAC et HAT permettent ainsi un équilibre entre les différents états de condensation (Chang 
and Min 2002). La figure 1.X illustre la régulation de la dynamique des nucléosomes à l’aide 




Figure 1.4 : Régulation de la dynamique nucléosomale lors de l’élongation de la 
transcription (Li, Carey et al. 2007)  
(A) Lors de l’élongation de la transcription, PAF facilite la liaison de différents complexes 
(FACT, Compass, Rad6/Bre1) à la serine 5 phosphorylée du CTD. Différentes modifications 
résultent de ces recrutements telle que H3K3me3 en 5’ de l’ORF. L’interaction de Set2 avec 
la serine 2 phosphorylée permet la méthylation de H3K36 et donc le recrutement de 
complexes HDAC tel que Rpd3S. 
(B) Le maintien de la stabilité nucléosomale est possible grâce à l’influence de 







Il existe trois classes de HDAC réparties selon leur homologie de séquence. Je 
m’attacherai dans cette introduction à décrire les déacétylases à l’origine ou en lien direct 
avec mes travaux de maîtrise à savoir plus précisément Hos2 et Rpd3. 
 
La classe I est définie par homologie de séquence à RPD3 (Khochbin and Wolffe 
1997). Cette catégorie comprend, chez la levure, les protéines Rpd3, Hos1 et Hos2.  
 
Rpd3  
La protéine Rpd3 est connue, entre autre, pour être impliquée dans la régulation 
négative et positive des gènes de sporulation, de méiose et sexuels, mais également aux gènes 
liés au stress (Vidal and Gaber 1991). De plus, Rpd3 déacétyle les histones H3 et H4 (Kadosh 
and Struhl 1998). 
Des études de protéomique ont montré que la sous-unité catalytique de Rpd3 était présente 
dans 2 complexes indépendants : Rpd3L et Rpd3S. Ces 2 complexes partagent les sous-unités 
Ume1, Sin3 et Rpd3. 
La fonction de Rpd3L, au promoteur, serait de réprimer la transcription (Chang and 
Pillus 2009). Rpd3L est composé des sous unités Dep1, Sds3, Rxt2, Pho23, Sap30 mais aussi 
de Sin3, Ume1 et Rpd3. Rpd3S qui est composé de Rco1, Ume1, Sin3, Rpd3 et Eaf3, aurait 
une fonction répressive au niveau des régions codantes des gènes activement transcrits par la 
Pol II (Keogh, Kurdistani et al. 2005) (Li, Gogol et al. 2007) (Drouin, Laramee et al. 2010) 
(Govind, Qiu et al. 2010). Plus précisément, après le passage de l’ARN polymérase II lors de 
la transcription, Rpd3S déacétyle les nucléosomes pour redonner la forme condensée initiale 
de la chromatine (Smith and Shilatifard 2010). Cette compaction va ainsi contrebalancer 
l’action acetyltransférase de la machinerie de transcription lors de l’élongation. Une mutation 
de Rpd3S a montré l’initiation de sites de transcription cryptique ainsi que des niveaux 
d’acétylation abondants renforçant l’idée que le complexe Rpd3S possède une fonction 
HDAC (Chu, Simic et al. 2007).  
 
Afin de pouvoir agir correctement lors de la transcription active chez l’organisme 
modèle Saccharomyces cerevisiae, le complexe Rpd3S est recruté par le CTD 
hyperphosphorylé de la sous-unité Rpb1 de la Pol II. Set2, qui catalyse la modification 
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H3K36, module la fonction de déacétylation de Rpd3S (Drouin, Laramee et al. 2010). La 




Figure 1.5 : Distribution sur l’ensemble du génome de la levure des modifications 
d’histones et corrélation avec les états de transcription (Li, Carey et al. 2007) 
Cette figure relate différentes modifications d’histones ainsi que leur répartition sur  un gène  
et la région promotrice. La corrélation avec les états de transcription est indiquée par un 
signe « + » pour une transcription active  et par un « -»  pour les états silencieux. 
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va cependant  être primordiale pour le bon fonctionnement de l’activité HDAC de Rdp3S. Les 
activités de Set2 et Rpd3S vont prévenir de l’initiation de la transcription cryptique.  
Une activité antagoniste à Rpd3S est connue. Il s’agit du complexe Spt4/Spt5 dont 
DSIF est l’homologue chez l’homme. Ce complexe limite la mise en place de Rpd3S sur le 
complexe d’élongation (Drouin, Laramee et al. 2010).   
 
Rpd3S contient au moins deux sous-unités contenant des domaines de liaison aux 
histones (CHD de la sous-unité Eaf3 et le PHD de la sous unité Rco1). Cette caractéristique 
lui confère une certaine flexibilité pour la liaison à la chromatine. Ainsi, Rpd3S peut tolérer 
une baisse du niveau de méthylation de H3K36 mais compense ce manque à l’aide des 
nucléosomes aux alentours. Les domaines de liaison de Rpd3S vont se lier aux nucléosomes 
adjacents pour que les différents modules du complexe Rpd3S soient reconnus au maximum 
dans le but d’augmenter l’activité de Rpd3S (Huh, Wu et al. 2012). L’activité manquante de 
H3K36 est ainsi comblée. 
 
Hos2  
Une autre protéine HDAC de classe I, Hos2, est également connue pour être présente 
dans un complexe HDAC: le complexe Set3C composé de deux protéines HDAC (Hst1 et 
Hos2) et de la protéine Set3 possédant un domaine SET (Arcus, Langley et al. 2002). Ce 
domaine SET n’est pour le moment associé à aucune activité ou fonction contrairement au 
domaine SET présent chez Set1 et Set2 présentant une activité méthyltransférase. 
Le complexe Set3C est connu pour réprimer la méiose mais également comme 
régulateur de la transcription (Xie, Pelz et al. 2011). Hos2, quant à lui, intervient dans la 
régulation de sporulation (Pijnappel, Schaft et al. 2001). Des études ont montré que Hos2 
avait une fonction de déacétylation et qu’elle s’effectuait au niveau des promoteurs mais aussi 
des régions codantes de gènes hautement transcrits, c’est-à-dire principalement les gènes 
ribosomaux (Wang, Kurdistani et al. 2002). De plus, Hos2 est connue pour activer les gènes 
activement transcrits GAL et INO (De Nadal, Zapater et al. 2004). 
Set3, dont la fonction reste peu connue, est tout de même caractérisée par un 
recrutement en 5’ des gènes. En effet, un mutant Set3 entraine une augmentation de 
l’acétylation en 5’ des gènes (Hang and Smith 2011). Il a été également montré que Set3C 
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régule la transcription cryptique. Plus précisément, le chevauchement d’ARN non transcrits 
avec un gène ou encore la présence d’un promoteur interne dans un gène vont faciliter le 
recrutement de Set3C. La présence de Set3C va donner lieue à une déacétylation et une 
répression des promoteurs cryptiques (Kim, Xu et al. 2012). Ce deuxième complexe HDAC, 
encore peu connu, semble donc posséder des caractéristiques similaires au complexe HDAC 
Rpd3S. 
Afin de recruter le complexe Set3C, deux possibilités ont été mentionnées dans la 
littérature. La première possibilité est un recrutement via le domaine PHD de la protéine Set3 
pouvant se lier à la lysine 4 diméthylée sur l’histone 3 (H3K4me2) (Kim and Buratowski 
2009). Sans cette interaction il semblerait que Hos2 ne puisse être recrutée. La deuxième 
possibilité de recrutement du complexe a été proposée par l’équipe d’Hinnebusch (Govind, 
Qiu et al. 2010). La kinase Kin28 permet de phosphoryler la serine 5 du CTD de la sous unité 
Rpb1 de la Pol II. Cette phosphorylation est à l’origine du recrutement de nombreux facteurs 
d’élongation mais également du recrutement de Set3. Toutefois, l’équipe d’Hinnebusch 
précise que ce recrutement était dépendant de Set1 et donc de la méthylation de H3K4me2. 
Ces deux mécanismes, non exclusifs, montrent la complexité de compréhension du 
recrutement du complexe Set3C. 
 
En ce qui concerne la classe II des HDAC, elle est composée des protéines Hda1 et ses 
homologues tels que Hos3. Hos3 déacétyle H2BK11 dans le but de réguler la mort cellulaire. 
Hos3 aurait également une fonction régulatrice dans le cycle cellulaire (Ahn, Diaz et al. 
2006).  
La classe III regroupe les enzymes NAD-dépendant ayant une activité HDAC. Les sirtuines 
composent principalement cette catégorie. Sir2 (Silent Information Regulator) est impliquée 
dans la répression des gènes au niveau télomérique. Cette protéine a également été associée  
au maintien de l’hypoacétylation au niveau des télomères. Hst1 est une protéine identifiée par 
homologie de séquence à Sir2. Hst1 est partie intégrante de deux complexes indépendants : le 
complexe Set3C composé de Hst1, Hos2 et Set 3 et le complexe Hst1-Sum1; dans ce dernier 
complexe, Hst1 agit comme co-répresseur de la transcription. Enfin Hst2, Hst3 et Hst4 sont 
d’autres HDAC appartenant à la classe III, principalement impliquées dans l’inhibition 
épigénétique de la transcription (Yang and Seto 2008). 
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1.3.5 Une modification post-traductionnelle : la méthylation  
 
La méthylation que l’on retrouve sous trois formes (mono-, di- et triméthylée) se situe 
généralement sur les résidus lysines (K) ou arginines (R). Contrairement à l’acétylation, cette 
modification n’a pas d’impact sur la charge des histones. Les groupements méthyles sont 
ajoutés par les enzymes méthylstransférases puis supprimés par les déméthylases. Par 
opposition à l’acétylation, généralement présente de façon transitoire, la méthylation est une 
marque relativement stable. Elle est présente sur l’ensemble du génome dans le but de 
stabiliser ce dernier mais aussi pour être la mémoire de l’ensemble des modifications et de la 
transcription (Ng, Robert et al. 2003). Trois méthyltransférases ont été identifiées chez la 
levure : Set1 et Set2 caractérisées par un domaine SET et Dot1.  
 
Set1  
Set1 a été identifiée  par homologie de séquence avec les gènes encodant des protéines 
associées à la famille trithorax chez la drosophile (Rea, Eisenhaber et al. 2000). Cette protéine 
est présente dans un complexe nommé COMPASS (Complex Proteins Associated with Set1) 
(Wood and Shilatifard 2006). COMPASS est composé de huit sous-unités (Set1, Bre2, Sdc1, 
Swd1, Swd2, Swd3, Spp1, Shg1) (South, Fingerman et al. 2010). Ce complexe est impliqué 
dans l’inhibition de la transcription de certains gènes, mais aussi dans la régulation positive de 
mécanismes tels que la réparation/recombinaison ou la transcription en facilitant 
l’accessibilité de l’ADN à leurs facteurs (Takahashi and Shilatifard 2010). COMPASS est 
recruté  par le complexe Paf1, lui-même impliqué dans la monoubiquitination de H2BK123. 
Cette ubiquitination permet de recruter le complexe Rad6/Bre1 et est également essentielle 
pour la triméthylation de H3K4 par COMPASS (Wood and Shilatifard 2006). Des mutants 
Rad6 et Bre1 favorisent une augmentation de l’acétylation en 5’ des gènes (Kim and 
Buratowski 2009).  
La sous unité Set1 de COMPASS est l’unité catalytique responsable de la méthylation, 
mais est assistée par deux autres sous unités de COMPASS : Sdc1 et Bre2. Ces deux protéines 
forment un complexe hétéromérique et participent activement à la méthylation de H3K4. 
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Ainsi, une mauvaise association de l’hétérodimère avec Set1 provoque une perturbation de la 
méthylation et donc de l’expression génique (South, Fingerman et al. 2010). Différentes 
études ont montré l’importance de Bre2 et Sdc1 sur la méthylation de H3K4. Une délétion de 
ces deux sous -unités du complexe COMPASS supprimerait la tri- et diméthylation de H3K4 
(Guillemette, Drogaris et al. 2011). Une autre étude affirme qu’une délétion de Bre2 et Sdc1 
mène uniquement à la perte de la triméthylation, alors que la diméthylation ne serait que 
réduite mais pas supprimée (Dehe and Geli 2006).  
Une autre sous unité de COMPASS, Spp1, serait quand à elle indispensable à la 
triméthylation de H3K4. L’ensemble de ces variations sur H3K4 montre les différentes 
possibilités de méthylation spécifiques à des situations. En effet, ces différents niveaux de  
méthylation sont présents sur l’ensemble du génome à la fois au niveau du promoteur mais 
également au niveau des régions codantes que ce soit en 5’ ou 3’ d’un gène (Camblong, 
Beyrouthy et al. 2009). Plus précisément, la triméthylation est située en 5’ des gènes tandis 
que la diméthylation  se situe au milieu de l’ORF et H3K4me1 se situe en 3’ des gènes (Dehe, 
Dichtl et al. 2006). La tri- et diméthylation sont connues pour favoriser la transcription active 
de gènes (Seol, Kim et al. 2006).  La déméthylase KDM5B, connue chez les mammifères, 
déméthyle H3K4 dans le but de contrer la méthylation de H3K4me3 lors de l’élongation 
permettant ainsi de réprimer la transcription génique (Xie, Pelz et al. 2011). Une suppression 
de fonction de KDM5B provoquerait une augmentation de l’initiation aux sites de 
transcription cryptique (Dey, Stalker et al. 2008) (Lin and Workman 2011). 
 
Set2  
Set2 est la seconde méthyltransférase identifiée. Elle méthyle H3K36. Cette marque de 
méthylation est associée à la transcription mais a également un rôle dans l’activité de Rpd3S 
puisqu’elle favorise la déacétylation des nucléosomes dans le sillon de la Pol II afin de 
réprimer la transcription de la plupart des gènes. Cependant H3K36 est également présent lors 
de la transcription des gènes activement transcrits puis déacétylés par Rpd3S (Wagner and 
Carpenter 2012). Plus précisément, lors de cette transcription active, Set2 interagit avec la 
forme phosphorylée de la serine 2 du CTD de la sous unité Rpb1 de la Pol II (Lee and 
Shilatifard 2007). Set2 va ainsi générer H3K36me sur les histones. Cette interaction s’effectue 




Enfin, la dernière méthylase répertoriée chez la levure est Dot1 (Disruptor Of Telomeric 
silencing). Une délétion de DOT1 provoque un défaut d’expression des gènes localisés dans 
les régions silencieuses sous télomériques. Dot1 méthyle H3K79, une marque de transcription 
active qui intervient également dans la régulation du cycle cellulaire et dans la/les réponses au 
dommage à l’ADN (Nguyen and Zhang 2011). 
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1.4 Projet de recherche 
 
Des études chez la levure Saccharomyces cerevisiae ont démontré que le rôle des HDAC 
est de favoriser, au niveau des gènes transcrits, une re-condensation de la chromatine après le 
passage de la Pol II afin de prévenir des événements de transcription cryptique (Carrozza, Li 
et al. 2005) (Lickwar, Rao et al. 2009). Les recherches de Simon Drouin dans notre 
laboratoire (Drouin, Laramee et al. 2010) ainsi que celles du laboratoire d’Hinnebusch ont 
montré que le complexe HDAC Rpd3S est recruté par le CTD hyperphosphorylé de la sous 
unité Rpb1 de l’ARN polymérase II. L’activité de Rpd3S est ensuite dépendante de l’histone 
H3K36 méthylé. Le recrutement de cette HDAC au niveau de gènes fortement transcrits 
permet ainsi de prévenir de la transcription cryptique et nous démontre que les HDAC ne sont 
pas uniquement des répresseurs de transcription géniques. En effet, ils interviennent dans la 
régulation de la transcription active des gènes en déacétylant les histones après le passage de 
la Pol II (Drouin, Laramee et al. 2010) (Govind, Qiu et al. 2010). Il a été observé qu’un autre 
complexe contenant une activité HDAC, Set3C, était également présent sur des gènes 
activement transcrits comme le complexe Rpd3S. Le complexe Set3C est constitué chez 
saccharomyces cerevisiae de trois principales sous unités : Hst1, Set3 et Hos2 (Pijnappel, 
Schaft et al. 2001). La fonction de Set3C est actuellement peu connue. Toutefois, sa 
localisation génomique, sur les gènes activement transcrits, est similaire à celle du complexe 
Rpd3S. 
Selon les études de Buratowski (Kim and Buratowski 2009) et Hinnebusch (Govind, Qiu 
et al. 2010), il semblerait que le complexe Set3C soit recruté soit par l’histone H3K4me2 ou 
par la Pol II (Figure 1.5). Ainsi Set3C pourrait, tout comme Rpd3S, être recruté par la Pol II 
mais avec une activité modulée par la marque d’histone H3K4. Ce type de recrutement 
similaire suggèrerait que Set3C aurait, tout comme Rpd3S, un rôle dans le compactage de la 
chromatine mais également dans la répression de la transcription cryptique via H3K4. 
Finalement, la question existentielle de ce projet est de savoir s’il y a un mécanisme de 
recrutement unique reposant à la fois sur la méthylation de H3K4 et la phosphorylation du 
CTD ou bien ces deux modes de recrutement représentent-ils des mécanismes distincts et 
parallèles? Étant donné que les études actuelles n’ont été effectuées que sur une poignée de 
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gènes hautement transcrits, une étude sur l’ensemble du génome de la levure permettrait 
d’investiguer plus précisément sur cette question et d’avoir une vision plus globale des 
mécanismes d’action sur l’ensemble du génome. 
 
Le but de mon projet est de déterminer le ou les mécanismes permettant le recrutement de 
Set3C aux gènes activement transcrits in vivo, chez l’organisme modèle Saccharomyces 
cerevisiae.  
 
Deux principales hypothèses ont été formulées :  
- La première hypothèse est qu’il existe différents mécanismes de recrutement du 
complexe Set3C soit par le CTD de la Pol II ou bien par l’histone H3K4 diméthylé. 
- La seconde hypothèse est  que Set3C soit recruté et régulé comme Rpd3S; c’est à 
dire un recrutement par le CTD phosphorylé de l’ARN polymérase II suivit d’une régulation 
de son activité par la marque de méthylation d’histone H3K4me. 
 
Afin de valider ces hypothèses, mes objectifs sont :  
1- Optimiser la technique de ChIP-Chip afin d’avoir de meilleurs enrichissements 
protéiques  
2- Déterminer la localisation génomique des différentes sous-unités des complexes 
Set3 sur la chromatine afin de déterminer l’existence d’un ou plusieurs complexes 
3 - Déterminer le mode de recrutement de ce complexe : 
   - dépendamment de H3K4Me 






Figure 1.6 : Composition du complexe Set3C et ses différents recrutements 
Le complexe set3C représenté en jaune est composé de 3 principales sous unités : Set3, 
Hos2 et Hst1. Hst1 est également présent dans un deuxième complexe : Hst1-Sum1C 
(bleu). Deux possibilités de recrutement du complexe Set3C ont été mentionnées : un 
recrutement par l’histone H3K4 diméthylé ou bien par le CTD phosphorylé de la sous unité 























2 Matériels et méthodes 
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2.1 Localisation des protéines Set3 et Hos2 par ChIP-Chip 
 
2.1.1 Immunoprécipitation de la chromatine pour un simple ChIP  
 
 Afin de vérifier la qualité de mes résultats, mes immunoprécipitations ont été 
effectuées en duplicata ou triplicata indépendants. La première étape consiste à faire pousser 
mes cultures de levure. En fonction de mes expériences, j’inocule en duplicata ou triplicata un 
clone indépendant dans 10 mL de « yeast peptone dextrose » nommée YPD (Yeast extract 
peptone 1X final+ 2% de glucose final), à 30°C sous agitation toute la nuit. Je détermine 
ensuite le volume à prélever de ma pré-culture afin d’inoculer ma culture de 50 mL de YPD a 
une densité optique initial DO600=0,1. Une incubation d’environ six heures est nécessaire afin 
de  récolter les cellules à une densité optique finale DO600= 0,6-0,8, c’est-à-dire en phase de 
croissance exponentielle. L’étape de pontage au formaldéhyde va permettre de garder les 
liaisons protéines-ADN. Les 50 mL de culture sont donc transférés dans des tubes de 50 mL 
contenant 1,4 mL de formaldéhyde 37 % et mélangés par inversion puis agités dans une roue 
pendant 30 minutes à température ambiante. Pour arrêter la réaction, 2,5 mL de glycine 2,5 M 
sont ajoutés dans chaque tube puis mélangés par inversion. Les culots cellulaires sont lavés 
deux fois avec du TBS 1 X glacé (Tris/HCl 20 mM pH 7,5, NaCl 150 mM, et ajustement avec 
du HCl au pH 7,5). Enfin, le culot sec de cellules est immédiatement congelé dans de l’azote 
liquide et peut être conservé à -80°C pour un usage ultérieur. Les cellules sont lysées de la 
manière suivante : 500 μL de billes de verre (Sigma), 700 μL du tampon de lyse (HEPES-
KOH 50 mM pH 7,5, NaCl 140 mM, EDTA 1 mM, Triton X-100 à 1% final, 0.1% de Na-
deoxycholate) et chaque inhibiteur de protéase (1 mM PMSF, 1 mM benzamidine, 10 μg/mL 
aprotinine, 1 μg/mL leupeptine, 1 μg/mL pepstatine) sont ensuite ajoutés au culot cellulaire 
décongelé. Les cellules sont lysées par quatre cycles d’agitation de cinq minutes (Mini 
Beadbeater 96+) alternés avec cinq minutes de repos sur glace. L’ensemble du lysat sans les 
billes de verre est récupéré et quatre cycles de sonication sont effectués sur chaque tube afin 
de fragmenter la chromatine (sonicateur : Fischer Model 100 Sonic Dismembrator réglé à la 
puissance 0.7 Watt). Ces quatre cycles sont alternés avec des cycles de repos sur glace 
d’environ 5 à 10 minutes. Le surnageant est ensuite récupéré après centrifugation. L’étape 
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suivante correspond à l’immunoprécipitation : 500 μL de lysat cellulaire est incubé toute la 
nuit à 4°C avec 50 μL de billes magnétiques couplées à l’anticorps adéquat. Pour les tubes 
contrôles nommés input, il n’y aura pas d’incubation avec l’anticorps, cependant 5 μL du lysat 
cellulaire sera mis de côté et conservé à -20°C. 
Les billes magnétiques (Dynabeads IgG Pan mouse) sont préparées un jour à l’avance. 
Les billes sont dans un premier temps lavées deux fois dans le tampon PBS+ BSA 0,5%  puis 
agitées à 4°C toute la nuit avec les anticorps. Les quantités d’anticorps sont d’environ 2 à 5 
μg, c’est-à-dire pour l’anti-myc 9E10 préparé dans notre laboratoire 10 μL, anticorps anti-flag 
M2 F3165 (5 μg/uL), 1 μL par échantillon, anticorps anti-HA F7 Santacruz (200 μg/mL), 15 
μL. 
Les billes provenant des immunoprécipitations sont ensuite lavées deux fois avec 1 
mL de chacun des tampons froids suivants : tampon de lyse, tampon de lyse + NaCl 500 mM 
final, tampon de lavage (10 mM Tris HCl pH 8, 250 mM LiCl, 0,5% NP-40, 0,5% Na-
deoxycholate, 1 mM EDTA). Enfin un seul lavage au TE (10 mM Tris HCl pH 8, EDTA 1 
mM) est effectué. Ces lavages sont facilités grâce à l’utilisation d’un système magnétique 
(MCP-S de Dynal). Les billes sont ensuite resuspendues dans 50 μL de tampon TE/SDS 1% 
final toute la nuit à 65°C. Dans le cas des expériences contrôlées grâce à l’input, 50 μL de 
tampon TE/SDS sont également ajoutés aux 5 μl de lysat conservés et les étapes suivantes 
seront identiques aux ADN immunoprécipités. L’étape suivante correspond à la purification 
de l’ADN. Le surnageant d’ADN est incubé pendant 2 heures à 37°C avec 350 μL de mélange 
composé de 345 μL de TE, 3 μL de RNase A (10 mg/mL) et 2 μL de glycogène (20 mg/mL de 
chez Roche). 7,5 μL de protéinase K (20 mg/mL Gibco) et 15 μL de SDS 10% sont ensuite 
ajoutés. Le tout est mis deux heures à 37°C. Deux extractions de l’ADN au 
phénol/chloroforme/alcool isoamylique (25 :24 :1 de chez Sigma) sont effectuées, suivies 
d’une précipitation à l’éthanol 100 % avec un ajout de 13 μL de NaCl 5M. L’ADN est de 
nouveau précipité avec de l’éthanol 70 %.  Le culot d’ADN est ensuite suspendu dans 50 μL 
de TE (Bataille and Robert 2009). 
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2.1.2 Immunoprécipiation de la chromatine pour un re-ChIP 
 
Pour effectuer un re-ChIP, il faut tout d’abord effectuer les différentes étapes énoncées 
en 2.1.1 jusqu’à la première immunoprécipitation. Cette première immunoprécipitation est 
incubée pendant deux heures à 4°C. Le lavage de ces premières billes d’anticorps est effectué 
comme pour le simple ChIP. Après lavage avec 1 mL de TE, les tubes sont centrifugés 
brièvement et le surnageant retiré à l’aide d’une pipette. Afin d’éluer les billes, 100 μL de 
tampon ChIP élution sont ajoutés (50 mM  Tris HCl pH 8, 1 mM EDTA, SDS 1 %) pendant 
10 minutes à 65°C. Après une brève centrifugation, le surnageant est récupéré et mis dans un 
nouveau tube afin de subir la seconde immunoprécipitation. Lors de cette deuxième 
immunoprécipitation,  un mélange de 910 μL est ajouté à chacun de ces tubes (775 μL de 
tampon de lyse, 50 μL de 100 mg/mL BSA, 50 μL de 500 μg/mL de phage ADN lambda, 5 
μL de 10 mg/mL de d’ARNt E.Coli et 30 μL de billes couplées au second anticorps). Les 
tubes sont incubés deux heures à 4°C. Les lavages sont de nouveaux effectués et l’ensemble 
des étapes suivantes reste identique à celles pour le simple ChIP (Geisberg and Struhl 2004) 
(Geisberg and Struhl 2005). 
 
2.1.3 Détection de la localisation des protéines étiquetées sur 
micropuces à ADN 
 
À partir des 50 μL d’ADN resuspendus, 40 μL sont mixés à un mélange de 70 μL (11 μL 
de NEB 10 X, 0,5 μL de BSA 10 mg/mL, 0,5 μL  de dNTPs 20 mM, 0,2 μL de T4 DNA pol 
HC, 57,8 μL d’eau glacée) et incubés à 12°C pendant 20 minutes dans le but d’effectuer une 
exonucléase pour un blunting. (En ce qui concerne les tubes non précipités, c’est-à-dire le 
lysat cellulaire input, seulement 2 μL seront utilisés pour cette étape).  Avant d’effectuer la 
ligation, l’ADN est placé sur glace et 11,5 μL de NaOAc 3 M et 0,5 μL de glycogène sont 
ajoutés. Une extraction de l’ADN avec 120 μL de phénol/chloroforme/isoamyl alcool est 
effectuée. Après 5 minutes de centrifugation, 110 μL du surnageant sont précipités avec 230 
μL d’éthanol 100 %. L’ensemble des tubes est centrifugé 20 minutes à 4°C. Un lavage de 
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l’ADN est effectué à l’éthanol 70%. Après centrifugation à 4°C pendant 10 minutes, le 
surnageant est retiré et les culots d’ADN séchés à l’air libre quelques minutes. Ces culots sont 
ensuite resuspendus dans 25 μL d’eau glacée et laissés sur glace au moins 20 minutes. L’étape 
suivante correspond à la ligation des adaptateurs au fragment d’ADN. Un mix de 25 μL est 
ajouté dans chacun des tubes (8 μL eau, 10 μL de tampon ligase 5 X, 6,7 μL de mélange 
d’adaptateur et 0,5 μL de T4 ADN ligase) et les tubes sont incubés 16 heures à 16°C. L’ADN 
est de nouveau précipité avec 130 μL d’éthanol 100 % et 6 μL NaOac et centrifugé 20 
minutes à 4°C suivi d’un lavage avec 700 μL d’éthanol 70%. Après centrifugation, les culots 
sont séchés à l’air libre puis resuspendus dans 25 μL d’eau combiné à 15 μL de mélange de 
marquage (4 μL de tampon ThermoPol (NEB) 10 X, 2 μL de mélange 5 mM a.a dUTP/dNTP 
(5 mM dATP, dCTP, dGTP, 2 mM a.a dUTP, 3 mM dTTP) 7,75 μL d´eau et 1,25 μL de 
l´oligonucléotide –GCGGTGACCCGGGAGATCTGAATTC-). La LM-PCR est lancée puis 
10 μL d’un mélange enzymatique (8 μL eau, 1 μL de tampon Thermopol 10 X, 1 μL de Taq 
polymerase, 0,01 μL de Pfu) sont ajoutés lors de la première étape de PCR à 55°C. Le 
programme PCR est détaillé dans la partie 2.6. Les produits de PCR obtenus ont intégré un 
groupe amino-allyl et sont purifiés à l’aide d’un kit de purification PCR Qiaquick (Qiagen), 
toutefois le tampon PE est remplacé par un tampon de lavage phosphate (5 mM KPO4 pH 8,5 
80 % EtOH) et le tampon EB par un tampon d’élution phosphate (4 mM KPO4 pH 8,5). 
L’ADN est séché au speed-vacuum puis resuspendu dans 4,5 μL de tampon carbonate frais. 
Cet ADN est ensuite marqué par ajout de 4,5 μL de fluorophore (Cy5 ou Cy3 de chez GE). 
Ces fluorophores ester sont préparés dans 73 μL de DMSO et vont interagir avec les 
groupements amino-allyl incorporés lors de la LM-PCR. Les tubes nouvellement marqués 
avec les marqueurs fluorescents sont incubés à 21°C dans le noir pendant une heure. 35 μL 
d’acétate de sodium 0,1 M pH 5.2 sont ajoutés, puis l’ADN est purifié avec un Kit Qiaquick 
avec l’ensemble des tampons fournis. Les ADN nouvellement marqués, sont élués et séchés 
au speed-vacuum. Chaque tube est resuspendu dans 5 μL d’eau. Les échantillons contrôles 
(souches non étiquetées) et à tester (souches étiquetées) sont combinés par paire. Le Cy5 est 
utilisé pour marquer l’échantillon immunoprécipité tandis que le Cy3 marque l’échantillon 
contrôle. 110 μL de solution d’hybridation Dig Easy est ajouté à ce mélange ainsi que 5 μL 
d’ADN de sperme de saumon (10 mg/mL) et 5 μL d’ARNt de levure (8 mg/mL). Les 
échantillons sont dénaturés 5 minutes à 95°C puis transférés à 45°C jusqu’à hybridation sur 
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une lame 4X44K Agilent. Les lames sont incubées toute la nuit en rotation à 42°C. Les lames 
sont ensuite lavées avec un tampon de lavage (6X SSPE 0,005 % N-lauroylsarcosine) à 
température ambiante cinq minutes avec agitation. Puis les lames sont transférées dans un 
deuxième tampon de lavage (0,06 X SSPE) préchauffé à 31°C pour être incubé cinq minutes 
avec agitation (Bataille and Robert 2009). Le signal de la puce à ADN est détecté grâce à un 
numériseur Innoscan et analysé à l’aide du logiciel Mappix. 
 
2.2 Construction des souches de levure 
Dans l’ensemble de mes expériences j’utilise la souche de la levure Saccharomyces 
cerevisiae W303 nommée yFR116 comme référence. Je qualifie cette souche de sauvage 
puisque l’ensemble de mes modifications s’effectuera sur la souche W303.  
 
2.2.1 Ajout d’un épitope ou délétion de gène 
 
Construction de la cassette  
 
La cassette est composée d’un épitope (9-myc; 3-flag; 3-HA ou 6-HA) ainsi que d’un 
marqueur de sélection (TRP; KanMx; URA3, LEU2) dans le but d’intégrer une étiquette 
(Sung, Ha et al. 2008) au génome  W303 (Figure 2.1). Pour la délétion de gène, la cassette est 
constituée d’un marqueur de sélection qui remplacera le gène que l’on veut supprimer par 
recombinaison homologue (Wach, Brachat et al. 1994) (Figure 2.2). La cassette correspond 
au fragment d’ADN que l’on amplifie avec des oligonucléotides (oligos) à partir d’un 
plasmide. La cassette est composée du marqueur et de l’épitope. Chaque oligonucléotide, 
« Y » et « Z », est composé de 20 nucléotides homologues au fragment à amplifier dans le 
plasmide et d’environ 50 nucléotides homologues à la région d’insertion dans le génome.  
Les PCR sont assemblées de la façon suivante: 1 μL de plasmide (10 ng/μL), 3 μl de 
chaque amorce 10 μM, 5 μL de dNTP 2 mM, 5 μL de tampon KOD 10 X, 3 μL de MgSO4 25 
mM, 1 μL d’enzyme KOD (5 U/μL), le tout complété jusqu’à 50 μL avec de l’eau. Le 
programme d’amplification est énoncé dans la partie des programmes PCR. Les produits 




Figure 2.1 : Insertion d’un épitope par recombinaison homologue chez la levure 
S.cerevisiae 
(A) La première étape consiste à la production d’une cassette d’étiquetage à partir d’un 
plasmide. Pour cela les oligos, Y et Z, sont composés de 20 nucléotides homologues à la 
partie que l’on veut amplifier du plasmide, suivi d’environ 50 nucléotides homologues à la 
région d’insertion dans le génome. Le codon stop du génome sera supprimé et un autre 
codon stop sera ajouté après la cassette. Le produit de PCR résultant de l’amplification 
correspond à la région d’intérêt du plasmide flanqué de 50 pb homologues au génome. (B) 














  épitope  Marqueur 
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Figure 2.2 : Délétion d’un gène par recombinaison homologue chez la levure S.cerevisiae 
(A) La première étape consiste à créer les oligonucléotides Y et Z. Ces oligos sont 
composés de 20 pb homologues à la partie que l’on veut amplifier du plasmide, suivi 
d’environ 50 pb homologues à la région d’insertion dans le génome. Le produit PCR 
résultant de l’amplification correspond à la région d’intérêt du plasmide flanqué de 50 pb 
homologues au génome. (B) La seconde étape consiste à transformer la souche de levure  













Produit de PCR 
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Transformation chez la levure  
 
La transformation chez la levure S.cerevisiae a pour but d’insérer de l’ADN dans la 
cellule. Dans mes expériences, plus précisément, la cassette va être intégrée dans le génome 
par recombinaison homologue (Figure 2.1 et 2.2). Un clone de la souche à transformer est 
inoculé dans 10 mL de milieu de croissance YPD et agité toute la nuit à 30°C. Je détermine 
ensuite le volume à prélever de ma pré-culture afin d’inoculer ma culture de 50 mL de YPD à 
une densité optique initiale DO600=0,1. Lorsque les cellules atteignent une densité optique 
finale DO600= 0,6-0,8, le milieu est centrifugé à température ambiante à 3 000 rpm pendant 
cinq minutes. Deux lavages avec 25 mL d’eau sont ensuite appliqués. Le culot cellulaire est 
resuspendu dans 1 mL d’eau et le tout est transféré dans un tube de 1,5 mL. Une 
centrifugation à la vitesse maximale est nécessaire pendant 30 secondes. Le culot est de 
nouveau suspendu avec de l’eau pour obtenir un volume final de 1 mL. Pour chaque 
transformation, 100 μL de cellules resuspendues sont centrifugés puis le culot est mélangé 
avec 360 μL d’une solution PEG/LiCl (240 μL  de PEG 3350 50%, 36 μL d’acétate de lithium 
1 M, 10 μL d’ADN de sperme de saumon (10 mg/mL), et 2 à 5 μg d’ADN à transformer dans 
un volume final de 360 μL). Le mélange est vortexé puis incubé 40 minutes à 42°C. Une 
centrifugation de 30 secondes est effectuée pour retirer le surnageant. Le culot est doucement 
resuspendu dans 200 μL d’eau puis étalé sur une gélose Yeast Nitrogen Base (difco yeast 
nitrogen de base  9 g, sulfate d’ammonium 5 g/L, 6 ml d’inositol 200 mM. Ajouter l’ensemble 
des acides aminés pour faire la solution voulue et compléter à trois litres avec de l’eau) sans 
tryptophane pour les souches dont le marqueur de sélection est TRP. Pour les transformations 
où le marqueur de sélection est KanMx, le culot resuspendu est d’abord étalé sur une plaque 
YPD pendant 24 heures, puis une réplique sur velours est effectuée sur le milieu sélectif YPD 
+  G418+ (20 mg/mL). 
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2.2.2 Vérification des souches construites 
 
Extraction de l’ADN  
 
Une extraction génomique de l’ADN est d’abord effectuée dans le but de vérifier 
l’intégration de la cassette. Tout d’abord, les cellules sont inoculées dans 10 mL de culture 
YPD et incubées toute la nuit à 30°C sous agitation. Les cellules sont centrifugées cinq 
minutes à 3 000 rpm et le culot resuspendu dans 700 μL de tampon de lyse (identique au 
tampon de lyse du ChIP-Chip) et transféré dans un tube à bouchon vissé de 1,5 mL où 500 μL 
de billes de verre sont ajoutés. La lyse cellulaire est effectuée pendant cinq minutes à l’aide 
d’un  bead beater. Le tube vissé est ensuite percé à l’aide d’une seringue, placé sur un 
nouveau tube de 2 mL et le lysat transvasé par une courte centrifugation. L’ADN est extrait 
avec un volume de phenol:chloroform: alcool  isoamylique 25:24:1 puis centrifugé à vitesse 
maximale pendant 5 minutes. La phase aqueuse est ensuite transférée dans un nouveau tube 
de 1,5 mL. L’ADN est précipité avec 2,5 volumes d’éthanol 100% et centrifugé 5 minutes à 
vitesse maximale. Le culot est lavé avec 1 mL d’éthanol 70%, vortexé, puis centrifugé 5 
minutes à vitesse maximale. L’éthanol est retiré et le culot séché à l’air libre. Pour finir le 
culot est  resuspendu dans environ 200 à 500 μL d’eau. L’ADN total est prêt pour le criblage 
par PCR. 
 
Criblage des clones par amplification PCR  
 
L’intégration de la cassette dans le génome est vérifiée par amplification. Des oligos 
composés de 20 nucléotides homologues aux régions en amont et aval de la cassette intégrée 
sont créés (Figure 3.3, oligos A et B). J’ai également utilisé, pour cribler mes souches, des 
oligonucléotides présents dans la cassette intégrée (Figure 3.3, oligos C, D et E). 
 L’amplification par PCR pour vérifier l’intégration de la cassette a été effectuée dans 
les conditions suivantes : 1 μL d’ADN génomique (50-150 ng/μL), 0,6 μL de chaque amorce 
10 μM, 0,4 μL de dNTP 5 mM, 1 μL de tampon thermopol 10 X, 0,2 μL d’enzyme Taq 
polymerase (5 U/μL), le tout complété jusqu’à 10 μL avec de l’eau. Le programme 
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d’amplification est énoncé dans la partie des programmes PCR. La migration du produit 
d’amplification s’effectue sur des gels d’agarose de 1% TAE 1 X comportant du bromure 
d’éthidium pendant environ 1 heure 30 minutes à 100 Volts. 10 μL de produit PCR couplés à 
2 μL de loading dye 6 X sont chargés dans les puits. 
 
Détection des épitopes ou marques de méthylation par immuno-buvardage de type 
Western 
 
Le choix du pourcentage des gels de résolution s’effectue en fonction du poids 
moléculaire de la protéine observée. Le tableau ci-dessous énonce les différentes recettes pour 
un gel de résolution de 10 mL final selon la taille des protéines. Un gel de concentration est 
coulé au dessus du gel de résolution. Ce gel a toujours une concentration de 4 %. 
 
 
gel de résolution (volume total 10 mL) 
gel de 
concentration 
(volume total 4 mL) 
pourcentage du 
gel 15% 10% 8% 4% 
taille protéine < 40 kDalton 60 à 80 kDalton 90 à 150 kDalton toutes les protéines 
eau 1,046 mL 2,746 mL 3,344 mL 2,1 mL 
30 % acrylamide 0,5 mL 3,3 mL 2,7 mL 0,5 mL 
1 M Tris (pH 6,8) X X X 0,38 mL 
1 M Tris (pH 8,8) 3,75 mL X 
10 % SDS 0,1 mL 0,03 mL 
10 % APS 0,1 mL 0,03 mL 
TEMED 0,004 mL 0,003 mL 
 
Les échantillons de protéines sont préparés selon la méthode d’extraction rapide de 
protéines (Liu, Warfield et al. 2009). Le montage de gel est ensuite inséré dans le support et le 
tampon de migration est ajouté (100 mL de Tris/glycine 5X pH 8,3, 7,5 mL de SDS 10 %, le 
tout est complété avec de l’eau jusqu’à un volume final de 750 mL. Le Tris/glycine 5 X est 
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préalablement préparé avec 9 g de Tris base et 43,9 g de glycine. Le tout est mélangé avec de 
l’eau pour un volume total de 600 mL). La migration a lieue pendant environ 2 heures à 110 
Volts. Le transfert sur membrane de nitrocellulose s’effectue pendant deux heures à 80 Volts. 
Le gel ainsi que les éponges, membrane et papiers absorbants sont préalablement trempés 
dans le tampon de transfert froid (pour un volume de un litre final : 0,303 % de Tris base 
final, 1,44 % final de glycine et 20 % final de méthanol). La membrane marquée par le 
transfert protéique est ensuite directement incubée toute la nuit à 4°C avec l’anticorps 
primaire adéquat dilué dans du TBS-T/lait 5 %. (TBS-T : 1 L de TBS et 1 mL de tween-
20 100%). Le jour suivant la membrane est lavée trois fois 10 minutes avec agitation dans du 
TBS-T. Le second anticorps qui se détecte par infra-rouge est dilué dans du TBS-T/lait 5 % 
puis mis sous agitation dans le noir pendant 30 minutes à température ambiante. La détection 
du signal infrarouge des anticorps secondaires s’effectue grâce au lecteur d’immuno-
buvardage de type Western, Odyssey (Ly-cor). 
2.3 Liste des plasmides 
Plasmide Description Marqueur levure Marqueur E.Coli 
pFR005 Marqueur de sélection LEU2 LEU2+ AmpR 
pFR009 épitope  C-terminal 9-myc TRP1+ AmpR 
pFR108 épitope C-terminal 3-Flag KanMX AmpR 
pFR124 épitope N-terminal 3-HA  URA3+ AmpR 
pFR447 épitope  6-HA TRP1+ K.lactis AmpR 
 
2.4 Liste des oligonucléotides 




























































2.5 Génotype des souches utilisées lors du ChIP-Chip 
ID Alias Provenance Génotype 
yFR116 W303 W303 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+ 
yFR099 Set3-9myc W303 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3,GAL+, 
psi+ SET3::9myc-TRP1 
yFR100 Hos2-9myc W303 





MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu32-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 





MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu32-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 




MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+ SET3::9myc-TRP1,rad6::LEU2 
yFR1029 Rad6∆ W303 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 




MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+ SET3::9myc-TRP1, Bre2D::LEU2 
yFR1203 Bre2∆ W303 





MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+ SET3::9myc-TRP1,spp1::LEU2 
yFR1234 Hos2-3HA W303 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, 
ura3,GAL+, psi+ SET3::9myc-TRP1,HOS2::3HA-URA3 
yFR1277 Hos2-3flag W303 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+ Hos2::3Flag-KanMx 
yFR1281 Set3-3flag W303 





MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+ SET3::9myc-TRP1, HOS2::3Flag Kan-Mx 
yFR1286 Hos2-6HA W303 




2.6 Programmes d´amplification  
Programme de LM-PCR : 
T°C Temps Cycles 
55 4 min 1 
72 5 min 1 
95 2 min 1 
95 30 sec  
55 30 sec 31 
72 1 min  






Programme d’amplification cassette : 
T°C Temps Cycles 
95 2 min 1 
95 20 sec  
60 20 sec 30 
68 40 sec  






Programme de criblage : 
T°C Temps Cycles 
95 2 min 1 
95 20 sec  
50 20 sec 30 
72 1 min  






Remarque : le temps d’amplification 
varie selon la taille attendue. 1 minute 
pour une bande de 1 kb , 2 minutes pour 











3.1 Technique d’approche 
 
Afin de répondre à mes différents objectifs, j’utilise comme principale technique 
d’approche le ChIP-Chip. Le ChIP-Chip est une méthode in vivo couplant la méthode de 
précipitation de la chromatine (ChIP) avec l’utilisation de biopuces (Ren, Robert et al. 2000), 
(Robert, Pokholok et al. 2004) (Farnham 2009) (Figure 3.1). L’avantage de cette technique est 
d’identifier de nouveaux sites d’interaction entre la protéine d’intérêt et l’ADN à l’échelle 
génomique. Les fragments d’ADN ainsi amplifiés après immunoprécipitation sont hybridés 
sur une biopuce Agilent contenant au-delà de 44,000 points (44K). L’ensemble des ces points 
représente les régions codantes et inter-géniques de la levure, couvrant ainsi la totalité du 
génome, à l’exception des régions répétées. Les points sur la biopuce montrent ainsi un 
enrichissement relatif dans l’échantillon expérimental versus l’échantillon contrôle et révèlent 
les sites de liaisons in vivo de la protéine immunoprécipitée. Les régions génomiques ayant 
des enrichissements sur notre protéine d’intérêt sont ainsi mis en évidence par cette méthode. 
De plus, les méthodes bioinformatiques vont compléter les connaissances sur les fragments 
d’intérêt enrichis à l’aide d’analyses tels que les groupes de gènes ciblés par notre protéine 
d’intérêt. Cette technique sera la principale méthode d’approche pour les résultats des parties 





Figure 3.1 : Méthode de ChIP-Chip (Farnham 2009) 
La première étape du ChIP-Chip consiste à fixer l’ADN à l’aide de formaldéhyde afin de créer 
des liaisons covalentes entre les protéines et l’ADN. Cet ADN couplé aux protéines est extrait 
de la cellule puis fractionné par sonication. Les fragments d’ADN co-précipités lors du ChIP 
sont ensuite amplifiés et sondés sur la biopuce, après réversion de la réaction de fixation et 
digestion des protéines. De nouveaux fragments d’ADN précédemment liés à la protéine 
cible vont ainsi être révélés. 
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3.2 Construction et vérification des souches étiquetées 
 
Avant d’effectuer les ChIP-chip, la première étape consiste à obtenir des clones de levure 
issus de la souche sauvage (yFR116) avec un étiquetage spécifique sur une protéine donnée. 
Différentes souches sont déjà présentes dans notre laboratoire : Set3-9myc (yFR099) et Hos2-
9myc (yFR100).  
Mon premier objectif est la construction des souches Hos2 étiquetées 3-Flag; 3-HA et 6-
HA dans notre souche sauvage sans étiquette (yFR116). Je vais également étiqueter le gène 
HOS2 3-flag dans la souche Set3-9myc (yFR099). La première étape consiste à amplifier la 
cassette contenant l’épitope d’intérêt tels que décrits la section matériel et méthode  sur la 
Figure 2.1 et sur la Figure 3.2.  
Le tableau I résume l’ensemble des outils utilisés pour obtenir les différentes cassettes à 
intégrer lors de la transformation. Suite aux transformations des cassettes dans les souches de 
levure, j’effectue une extraction de l’ADN et vérifie par amplification PCR l’intégration des 
cassettes. La figure 3.3 représente la localisation des différentes amorces utilisées pour le 
criblage. Le tableau II résume les oligonucléotides utilisés pour le criblage ainsi que les 
tailles attendues lors des amplifications par PCR. Pour chacun des gels, un clone correspond à 
un contrôle négatif  (clones 5, 6, 16, 20, 24) : il s’agit de la souche sauvage (yFR116) non 
transformée. De nombreux clones ont été obtenus suite à ces transformations. Les 
transformants donnant la taille attendue lors de l’amplification PCR (Figure 3.4) ont été 
confirmés par immuno-buvardage (Figure 3.5). L’immuno-buvardage de type Western permet 
de vérifier si l’étiquette est bien détectée par l’anticorps approprié et donc exprimé en fusion 
avec la protéine cible. Pour détecter les épitopes 6-HA et 3-HA, j’ai utilisé l’anticorps anti-HA 
F7 (Santacruz) dilué 1/300 dans du TBS-T/ lait 5%. Pour l’épitope 3-Flag, j’ai utilisé 
l’anticorps anti-flag M2 F3165 (Sigma) dilué 1/2000. Afin de contrôler les quantités 
protéiques chargées dans les puits, j’utilise comme contrôle l’anticorps anti-β-actine (Abcam 
Ab 8224) diluée 1/3000. La souche sauvage (yFR116) fut également migrée comme contrôle 
négatif dans les différents Western blot. Le tableau III résume les clones testés ainsi que les 
nouvelles souches obtenues. Il est à noter que pour la figure 3.5 C la bande attendue se situe 
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au même endroit qu’une bande non spécifique. Cependant, je vois bien la différence entre la 
souche sauvage (yFR116) et le clone 13. Au contraire je ne peux pas conclure pour le clone 



























Figure 3.2 : Construction de la cassette contenant l’épitope  
Ce schéma illustre l’intégration de la cassette codant pour l’épitope et le marqueur. Ils seront 
intégrés immédiatement devant le codon STOP du gène. Les 20 nucléotides homologues au 
fragment que l’on veut intégrer sont indiqués par les flèches Y et Z. Les traits roses 




Figure 3.3 : Criblage des intégrations de cassettes en 3’ du gène  
Les flèches indiquent la position des amorces ayant servi au criblage de l’insertion de la 
cassette. Les amorces A et B sont externes à la cassette intégrée. Les amorces C, D et E 
sont internes à la cassette intégrée. Ces amorces sont d’une longueur d’environ 20 
nucléotides. 
gène 
AUG                                                                                   STOP 
 
épitope marqueur 





AUG                                                                STOP 
Y 
Z STOP 
  épitope  Marqueur 
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Tableau I : Récapitulatif des constructions de cassette  
Plasmide Gène ciblé Épitope Marqueur 
Oligonucléotides pour 
construction cassette 
pFR124 HOS2 3-HA URA3 oFR2412-oFR2413   
pFR108 HOS2 3-Flag KanMx oFR2412-oFR2413   
pFR447 HOS2 6-HA KanMx oFR2448-oFR2449 
pFR108 SET3 3-Flag KanMx oFR2233-oFR2234 
 
Tableau II : Récapitulatif des criblages d’épitope après transformation chez la levure  
Epitope Marqueur 
Oligonucléotides 
utilisés pour criblage 
Taille attendue si 
insertion 
Taille si non insertion 




3 kb 1,6 kb 
B: oFR2246 
C: oFR269 






3,430 kb 1,6 kb 
B: oFR2246 
D: oFR995 








0,663 kb 0 kb 
 
Tableau III : Récapitulatif des clones testés et des souches étiquetées obtenues  
Clones 
testés Souche Cassette 
Souche obtenue et 
clone utilisé pour la 
nouvelle souche 
Génotype 
2; 3 yFR099 Hos2-3HA yFR1234        clone 2 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-
11,15, ura3,GAL+, psi+ SET3::9myc-
TRP1,HOS2::3HA-URA3 
17; 18; 19 yFR099 Hos2-3Flag yFR1283        clone 17 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-
11,15, ura3, GAL+, psi+ SET3::9myc-TRP1, 
HOS2::3Flag Kan-Mx 
21; 22; 23 yFR116 Hos2-3Flag yFR1277        clone 22 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-
11,15, ura3, GAL+, psi+ Hos2::3Flag-KanMx 
8; 10; 12 yFR116 Hos2-6HA yFR1286        clone 8 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-
11,15, ura3, GAL+, psi+,Hos2::6HA-TRP1 
13; 14 yFR116 Set3-3Flag yFR1281        clone 13 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-3,112, his3-






Figure 3.4 : Criblage par PCR des épitopes transformés chez S.cerevisiae 
Le tableau 3.2 résume les tailles attendues lors du criblage. Les chiffres à gauche des 
graphiques sont en paires de bases (pb).  (a) (b) Criblage de l’épitope 3-HA sur le gène 
HOS2 transformé dans yFR099. Les paires d’amorces externes A-B (a) et B-C (b) ont été 
utilisées.  (c) Le criblage de Hos2-6HA dans la souche sauvage (yFR116) a été effectué avec 
les amorces A et B. (d) Set3-3Flag incorporé dans la souche sauvage (yFR116) a été criblé 
avec les amorces B et D. (e) (f) Hos2-3Flag transformé dans la souche Set3-9myc (yFR099) 
a été criblé avec B et D (e) et avec les amorces externes A et B (f). (g) Hos2-3Flag a aussi 
été transformé dans la souche sauvage (yFR116) et criblé avec les amorces B et D. Le 
marqueur de poids moléculaire utilisé est 1 Kb Plus DNA ladder de chez Invitrogen.  
 6 7  8  9  10 11 12 
a  Hos2-3HA dans yFR099       b  Hos2-3HA dans yFR099            c  Set3-3Flag dans yFR116  
d  Set3-3Flag dans yFR116      e  Hos2-3Flag dans yFR099      f  Hos2-3Flag dans yFR099                g  Hos2-3Flag dans yFR116 










17  18   19  20  17 18    19   20   13  14   15  16 
650 
500 




Figure 3.5 : Vérification par immuno-buvardage de type Western de l’expression des 
différents épitopes  
L’ensemble des transformants criblés positivement par PCR est positif lors de la détection 
par Western Blot. (a) Souche Hos2-3HA, la taille attendue est de 93 kiloDalton (kDa). (b) 
Souche Hos2-6HA,  la taille attendue est de 54 kDa. (c) Souche Set3-3flag, la taille attendue 
est de 86 kDa. Les faibles bandes de plus bas poids moléculaire observées au niveau du 
clone 13 sont des produits de dégradation de Set3. (d) (e) Les transformants Hos2-3flag 
dans les souches Set3-9myc (yFR099) et sauvage (yFR116), respectivement, donnent une 
bande à 54 kDa. La bande à 86 kDa est une bande non spécifique, comme le confirme la 
présence de cette bande dans la souche sauvage (yFR116). Cette bande non spécifique 
peut servir de contrôle de chargement protéique. 








yFR116               2                 3           
42 KDa 
99 KDa 
 8                10                12         yFR116 
42 KDa 
54 KDa 
   17             18             19         yFR116 
54 KDa 
86 KDa 
d   Hos2-3Flag dans yFR099                                 e   Hos2-3Flag  dans yFR116  
a   Hos2-3HA                                                  b   Hos2-6HA                          
c    Set3-3Flag 
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3.3 Optimisation de la méthode ChIP-chip grâce à 
l’utilisation de différents épitopes pour une même 
protéine 
 
Afin de répondre à mon premier objectif, à savoir optimiser la technique de ChIP-Chip 
pour avoir de meilleurs enrichissements, j’ai étudié la localisation de deux sous-unités du 
complexe Set3C: Hos2 et Set3. Plus précisément, j’ai quantifié la localisation de ces deux 
protéines par ChIP-chip en utilisant un anticorps monoclonal dirigé contre l’épitope en fusion 
avec la protéine. Lorsque l’on parle d’enrichissement de l’ADN immunoprécipité, il ne s’agit 
pas d’une valeur absolue mais d’un enrichissement relatif à la souche non étiquetée. 
L’avantage d’utiliser un épitope est de contrôler le bruit lié à l’anticorps puisque la souche non 
étiquetée aura le même traitement d’immunoprécipitation. Ces souches ont été 
immunoprécipitées en duplicata ou triplicata. Les résultats de la figure 3.6 montrent les 
enrichissements des expériences combinées pour chacune des souches testées. En ce qui 
concerne Set3, j’ai testé les épitopes 9-myc (yFR099) et 3-Flag (yFR1281). J’ai utilisé le 
navigateur génomique de UCSC (http://genome.ucsc.edu/cgi-bin/hgGateway) pour visualiser 
sous forme d’histogrammes l’enrichissement des protéines pour chacun des points de la puce 
ADN.  La figure 3.6 montre que l’épitope 9-myc semble donner un meilleur enrichissement 
que l’épitope 3-Flag. En effet, les pics d’enrichissement semblent plus abondants et le bruit, 
qui correspond aux faibles enrichissements, est peu présent avec la souche Set3-9myc 
(yFR099) comparativement à la souche Set3-3Flag (yFR1281). J’utiliserai donc pour la suite 
de mes expériences la souche Set3-9myc.  
Pour la souche Hos2, j’ai testé 3 épitopes: 9-myc, 3-Flag et 6-HA.  Ces 3 épitopes 
présentent peu de bruit. Cependant, Hos2-9myc semble donner peu d’enrichissement 
comparativement aux 2 autres épitopes. Lorsque l’on compare la souche Hos2-3flag 
(yFR1277) à la souche Hos2-6HA (yFR1286), il semblerait que la souche Hos2-6HA 
(yFR1286) soit plus adéquate pour obtenir les meilleurs enrichissements de Hos2 sur le 
génome. Cependant lorsque l’on regarde de plus prêt les enrichissements, peu de pics 
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dépassent la valeur Log2(1). Ces faibles enrichissements montrent la difficulté 
d’immunoprécipitation de ces 2 protéines. 
La méthode nommée re-Chip consiste à effectuer deux immunoprécipitations 
séquentielles en utilisant une souche doublement étiquetée. Cette méthode permet de mettre en 
évidence la co-localisation de deux protéines sur le génome. Le résultat se traduit par un 
enrichissement 4 à 10 fois plus important que pour un simple ChIP-chip aux endroits où les 
deux protéines co-localisent. Cette méthode est donc intéressante à tester dans mon projet 
puisque je veux déterminer s’il n’existe qu’un seul complexe Set3C. L’optimisation du ChIP-
chip sur les deux protéines Set3 et Hos2 m’a permis de choisir la souche Set3-9myc Hos2-
3Flag (yFR1283) comme référence pour la suite de mes expériences. Il aurait été préférable de 
tester avec une souche doublement étiquetée Hos2-6HA, Set3-9myc. Toutefois, le marqueur 
du plasmide contenant l’épitope 9-myc étant le même que pour celui du plasmide contenant 
l’épitope 6HA, à savoir le tryptophane, les deux étiquettes ne peuvent être combinées. J’ai 
donc utilisé, comme première approche de re-Chip, la souche yFR1283. J’ai tout d’abord 
immunoprécipité séquentiellement Set3 et Hos2 (Figure 3.6 B), puis dans une seconde 
expérience, inversé la séquence d’immunoprécipitation (Figure 3.6 C). En effet, Geisberg et 
Struhl ont mentionné qu’il était préférable d’essayer le re-Chip dans les deux sens car il se 
trouve que certaines protéines sont plus difficiles à immunoprécipiter que d’autres et la 
comparaison des résultats permet de conclure, le cas échéant, à une parfaite co-occupation des 
protéines. Les résultats montrés à la figure 3.7 ne furent, toutefois, pas à la hauteur de mes 
attentes. En effet un important bruit de fond se manifeste sur l’ensemble de ces deux 
expériences. Cependant le faible enrichissement obtenu lors des simples ChIP est sans doute à 
l’origine de ces résultats. En effet, cette méthode de co-localisation ne fonctionne que si 
chacune des protéines connait un enrichissement supérieur à 5 (Geisberg, 2004). Or, lorsque 
l’on regarde la figure 3.6, peu d’enrichissements dépassent 3.  
Malgré les faibles enrichissements obtenus pour les simples Chip-Chip, leurs 
enrichissements restent plus exploitables que ceux des re-Chip. De plus, la concordance des 
réplicas démontre que les résultats de ChIP-Chip sont très reproductibles d’un échantillon à 
l’autre. En effet, les coefficients de corrélation de Pearson sont élevés : 0,798 entre les 
duplicatas de Hos2-6HA et 0,811  0,768 et 0,800 entre les triplicatas de Set3-9myc. La 





































































































































































































































































































































































































































































































































3.4 Localisation de l’enrichissement protéique de Set3 et 
Hos2 sur l’ensemble du génome 
3.4.1 Corrélation du niveau de transcription avec les protéines 
Hos2 et Set3 
 
Pour répondre à mon 2ème objectif, à savoir déterminer s’il existe un ou plusieurs 
complexes Set3C, j’ai d’abord optimisé la méthode de ChIP-Chip sur les deux principales 
protéines composant ce complexe. Au final, ce sont les souches yFR099 Set3-9myc (yFR099) 
et Hos2-6HA (yFR1286) que j’ai sélectionné puisqu’elles donnaient les meilleurs 
enrichissements. Pour l’ensemble des études suivantes, j’ai utilisé le combiné de trois réplicas 
pour la souche Set3-9myc (yFR099) et le combiné de deux réplicas de la souche Hos2-6HA 
(yFR1286).  
 
Ma première analyse fut d’observer, à l’aide de graphiques en nuage de points, s’il y avait 
une corrélation entre l’enrichissement de Hos2 et l’enrichissement de la sous unité Rpb3 de 
l’ARN polymérase II (Figure 3.8 A). Rpb3 corrèle avec le niveau de transcription de chacun 
des gènes. Cette même analyse a été également effectuée entre l’enrichissement de Set3 et 
Rpb3 (Figure 3.8 B). Les 2 graphiques (Figure 3.8 A et B) nous montrent une corrélation 
entre la présence de Hos2, ou Set3, et la transcription active des gènes. Plus précisément la 
corrélation Hos2/Rpb3 est de 0,57 tandis que la corrélation Set3/Rpb3 est de 0,65. Ces 
résultats restent tout de même éloignés d’une corrélation parfaite qui serait proche de 1. 
Quelques disparités sont notables sur ces deux figures : il est possible de constater pour 
certains points l’absence de Hos2 ou Set3 malgré une importante transcription (Rpb3). Ces 
deux protéines ne semblent donc pas systématiquement être présentes lors de la transcription 
active. D’autres disparités sont présentes : les points montrent que la présence de Set3 ou Hos2 
n’est pas toujours dépendante d’une transcription active puisqu’il y a une absence de Rpb3. 
L’ensemble de ces observations reste tout de même à confirmer. En effet, bien que ce type de 
graphique suggère une causalité entre deux variables, d’autres paramètres sont à prendre en 
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considération comme par exemple la taille ou le type de gènes étudiés pouvant probablement 
influencer les enrichissement de Hos2 et Set3 sur les gènes. Dans cette étude, la taille 
moyenne des gènes où des enrichissements de nos protéines sont présents est de 1360 bp, ce 
paramètre ne semble pas influencer  nos résultats puisque la taille moyenne de gènes actifs se 
situe aux alentours de 1 kb, les deux chiffres restent relativement proches. Pour le deuxième 
paramètre, peu de gènes utilisés pour effectuer ces graphiques codent pour des protéines, donc 
ce sont des gènes principalement non transcrits présents (rétrotransposons, small nuclear 
genes).  
Un autre graphique pour comparer nos deux protéines Hos2 et Set3 a été effectué (Figure 
3.8 C). Une corrélation de 0,705 entre ces deux protéines montre qu’il y a une co-localisation 
importante mais qui ne semble pas totale entre Set3 et Hos2. Pour estimer le poids de cette 
corrélation, j’ai utilisé comme référence la corrélation de deux sous-unités (Sds3 et Rxt2) 
appartenant au complexe Rpd3L (Figure 3.8 D). Puisqu’un graphique de nuages de points 
donne une corrélation de 0,789 pour deux protéines connues pour être présentes dans un même 
complexe, la corrélation de 0,705 entre les enrichissements de Hos2/Set3 laisse suggérer que 
nous sommes bien en présence d’un seul complexe protéique. 
Pour revenir sur les disparités énumérées dans la figure 3.7, à savoir une absence de Hos2 
et Set3 sur les gènes ou il y a une importante transcription  (figures 3.8 A et B), l’ensemble de 
ces exceptions semble être présent lorsque Rpb3 est supérieure à 2. Ainsi, j’ai effectué de 
nouveaux graphiques Hos2/Rpb3 et Set3/Rpb3 en ne prenant compte que des gènes où Rpb3 
est supérieur à 2, c’est-à-dire l’ensemble des gènes les plus transcrits composés principalement 
des gènes ribosomaux. Les figures 3.9 B et C montrent qu’il n’y a pas de corrélation entre la 
transcription active et l’enrichissement de Set3 ou Hos2 sur ces mêmes gènes. Paradoxalement 
lorsque l’on prend cette liste de gènes hautement transcrits et que l’on fait le graphique de 
comparaison Set3/Hos2 (Figure 3.9 A), il s’avère que la corrélation est de 0,754. Ce résultat 
laisse penser que Set3 et Hos2 ne formeraient bien qu’un unique complexe sur les gènes 
activement transcrits. Cependant, pourquoi les corrélations entre chacune des deux protéines et 
Rpb3 supérieure à 2 me donnent des valeurs nulles (Tableau IV). Une possibilité est que le 
faible enrichissement de ces protéines obtenu par ChIP cause des résultats non exploitables. 
Alternativement, la détection de Set3C sur les gènes très transcrits pourrait être masquée d’une 
façon ou d’une autre. Ce résultat peut suggérer que lorsque la transcription est très active alors 
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ces gènes sont déplétés en nucléosome, ce qui préviendrait le recrutement de Set3C par les 
méthylations (Buratowski and Kim 2010). Afin d’investiguer sur ces disparités, j’ai effectué 
un cluster sur la localisation de Hos2 et Set3 sur le génome.  
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Tableau IV : Tableau récapitulatif des corrélations entre Hos2, Set3 et Rpb3  
 
Corrélation  Tous les gènes Gènes les plus transcrits (Rpb3 > 2) 
Hos2/Set3 0.705 0.754 
Set3/Rpb3 0.65 0.06 
Hos2/Rpb3 0.57 -0.02 
 
 
   
 
Figure 3.8 : Nuage de points sur différentes variables : Hos2, Set3 et Rpb3 
(A) Corrélation entre Hos2 (abscisse) et Rpb3 pour l’ensemble des gènes (ordonnée). (B) 
Corrélation entre Set3 (abscisse) et Rpb3 pour l’ensemble des gènes (ordonnée). (C) 
Représente Set3 en abscisse et Hos2 en ordonnée. (D) Corrélation entre Rxt2 (abscisse) et 






Figure 3.9 : Nuage de points sur différentes variables : Hos2, Set3 et Rpb3 >2 
(A) Corrélation entre Set3 (abscisse) et Hos2 pour des enrichissements où Rpb3 est 
supérieur à 2 (ordonnée). (B) Corrélation entre Set3 (abscisse) et Rpb3 pour les 
enrichissements supérieurs à 2 (ordonnée). (C) Corrélation entre Hos2 (abscisse) et Rpb3 

















































3.4.2 Cluster des différents complexes Set3 
 
Le clustering permet de regrouper des gènes ayant un profil d’expression ou de 
localisation similaire dans des conditions définies. Dans le cadre de mon projet, j’ai voulu 
regrouper les gènes selon la présence ou l’absence de Hos2 et Set3 sur le gène. J’ai sélectionné 
les gènes où des valeurs avaient été générées à la fois pour les enrichissements de Hos2 et de 
Set3. Afin d’obtenir une couverture uniforme du génome, les valeurs d’enrichissement sont 
extrapolées à une valeur toutes les 10 pb et une moyenne des enrichissements le long de 
l’unité de transcription est calculée pour chaque gène en prenant soin d’intégrer les régions 
non traduites en amont et aval du gène nommées 5’ UTR et 3’ UTR, respectivement. Grâce à 
l’analyse informatique des hybridations sur lame, j’ai ainsi quantifié des enrichissements de 
Set3 et Hos2 sur chaque gène. J’ai également calculé les enrichissements moyens sur les 600  
premières paires de base puisqu’il s’agit de l’endroit ciblé par Set3C (voir plus bas). Le 
logiciel Cluster 3.0  (Eisen, 1998) a classifié les gènes en 4 groupes, selon la moyenne de leurs 
enrichissements sur les 600 premières paires de base. Les clusters ont été par la suite 
visualisés par le logiciel Treeview développé par Michael Eisen (Eisen, Spellman et al. 1998) 
(Figure 3.10). J’ai opté pour ce paramètre car il semble que Set3C soit recruté en 5’ des gènes 
(Buratowski, 2010 et mes propres analyses plus bas). L’analyse uniquement sur les 600 
premières paires de base en 5’ sera légèrement plus pointilleuse que sur l’ensemble des gènes. 
Ainsi, j’ai obtenu un groupe où Hos2 et Set3 sont absents. Ce groupe est formé de 3 309 gènes 
soit 44,65% des gènes étudiés. Le groupe le plus conséquent est ensuite le groupe où Set3 et 
Hos2 co-localisent. Il se compose de 2338 gènes, soit 31,55 % des gènes totaux étudiés. Le 
cluster où seul Hos2 est présent représente 9,8% des gènes soit 725 gènes. Enfin le groupe de 
gènes où Set3 est uniquement présent représente 1037 gènes soit 14%. Cette deuxième analyse 
tend également à dire que Hos2 et Set3 co-localisent pour une majorité de gènes mais il 
semblerait qu’il existe des gènes où ces protéines sont dissociées. Cependant, ces clusters sont 
effectués sur l’ensemble des enrichissements obtenus et observés dans la figure 3.6. Ainsi, les 
faibles enrichissements protéiques ne seraient-ils pas la cause des différents groupes? En effet, 
si les gènes sont plus petits, moins de valeurs seront présentes pour calculer la moyenne des 
enrichissements et celles-ci ne seront peut être pas représentatives des véritables 
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enrichissements. De plus, il est probable que des petits gènes ayant des localisations très 
proches aient des enrichissements très proches. Ainsi, les résultats de deux gènes pouvant se 
chevaucher donneront de faux résultats. Si ces hypothèses s’avèrent fausses, existe-t-il 
différents groupes protéiques composés de Hos2 et Set3? Ce qui signifierait que ces gènes 
représentent les exceptions où seuls Hos2 ou Set3 sont présents. Avant d’en arriver à conclure 
si oui ou non il existe un seul ou plusieurs complexes, j’ai d’abord analysé chacun de ces 
clusters  de façon plus détaillée. 
Afin de trouver un point commun entre ces gènes exceptionnels, j’ai utilisé l’outil Gene 
Ontology de la banque de données SGD (Saccharomyces genome database). Aucune fonction 
ne semble spécifique à chacun de ces groupes. En effet, que ce soit pour Hos2 seul ou Set3 
seul ou la co-localisation des deux, les principaux mêmes groupes de fonction de gènes en 
ressortent : ARN de liaison, activité de transport membranaire, ADN de liaison, activité 
ATPase. 
J’ai regardé comme deuxième paramètre la taille des gènes. Un gène court aura moins de 
valeurs d’enrichissement le long du gène qu’un gène long. Étant donné que pour ces analyses 
je prends les 600 pb de chaque gène, si de nombreux petits gènes proches les uns des autres 
sont présents, alors le résultat peut être biaisé par la contamination des gènes voisins. En effet, 
il faut savoir que les gènes sont tous alignés en 5’ et 3’ indépendamment de la taille. Ainsi un 
gène inférieur à 600 pb aligné en 5’ aura moins de valeurs sur les 600 premières paires de 
bases comparativement à un gène supérieur à 1 kb. J’ai effectué la moyenne des tailles de 
gènes dans ces 4 groupes, elle est de 1317 pb pour le groupe Hos2 seul, 987 pb pour Set3 seul 
et 1008 pb pour le groupe où co-localisent Hos2 et Set3. Ces valeurs ne semblent pas indiquer 
un enrichissement des groupes pour des petits gènes. Ce paramètre ne semble donc à l’origine 
du clustering des gènes. 
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Figure 3.10 : Clustering des différents complexes Set3 et Hos2 
L’échelle va du vert qui indique un enrichissement de la protéine étudiée sur le gène au 
rouge indiquant une déplétion de la protéine étudiée. Chaque ligne horizontale représente un 
gène et chaque colonne un paramètre étudié : soit dans ce cas la protéine considérée (Set3 
ou Hos2) avec les moyennes d’enrichissement de chaque gène calculées sur les 600 
premières paires de base. 
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3.4.3 Analyse des complexes Set3 seul et Hos2 seul 
 
Suite aux résultats de clustering développés dans la partie précédente, il semblerait que le 
complexe Set3C composé de Set3 et Hos2 ne soit pas l’unique complexe existant. Avant de 
conclure définitivement à la présence de deux autres complexes, j’ai calculé pour le groupe où 
seul Hos2 est présent la différence entre la valeur d’enrichissement de Hos2 et celle de Set3 
sur chacun des gènes pour ensuite les ordonner de façon décroissante. Au final, ce sont 8 
gènes qui ont montré une différence Hos2-Set3 supérieure à 1; YDL185C-A, CUP-1, 
YHR052W-A, RUF5-1, snR72, snR73, YMR013W-A, snR74. Parmi ces 8 gènes j’ai retiré les 
sn (small nuclear) puisque ces gènes ne codent pas pour des protéines. Les 5 gènes restants ne 
semblaient pas avoir de fonction en relation les unes avec les autres. Cependant, on peut noter 
que 4 avaient une longueur inférieure à 250 pb. Puisque la densité de la puce à ADN n’est que 
d’un oligo toutes les 250 pb environ, un gène de cette taille n’a souvent qu’une valeur 
d’enrichissement pour le représenter et est souvent plus sensible à la contamination des gènes 
adjacents. Il est donc plus difficile de statuer sur la significativité de ces valeurs. La Figure 
3.11 A montre l’enrichissement du gène YDL185C-A ayant une taille de 227 bp. Je constate 
qu’une seule donnée constitue le profil d’enrichissement (un seul oligo) de Hos2 pour ce gène. 
Pour Set3, je constate un très faible enrichissement, qui peut être considéré comme nul face à 
l’enrichissement de Hos2. Cette valeur peut également signifier que le ChIP n’a pas été aussi 
efficace pour Set3 que pour Hos2 pour ce gène, ce qui signifie que ce résultat peut être biaisé 
par la technique. Pour la figure 3.11 B, j’ai observé l’enrichissement de CUP-1 et YHR052W-
A. Aucun enrichissement n’est présent au niveau de l’ORF de ces gènes, il est donc 
impossible de connaitre si Hos2 ou Set3 est localisé sur ces gènes. Pourtant ces 2 gènes étaient 
bien dans la liste des gènes ou seul Hos2 est présent. Ceci s’explique par le fonctionnement de 
notre programme informatique qui intègre les régions 5’ UTR et 3’ UTR. Si un même gène est 
trop proche d’un de ses voisins, il se peut alors que la valeur de ceux-ci « contamine » la 
moyenne des valeurs calculées sur ce gène. C’est le cas pour la figure 3.11 B. La figure 3.11 
C illustre un autre exemple de résultat biaisé, dans ce cas les valeurs du gène que j’observe se 
trouvent être les valeurs du promoteur du gène suivant. Le même problème, énoncé pour la 
figure 3.11 B, est encore présent à savoir la prise en considération des régions 5’ et 3’UTR qui 
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se chevauchent entre les gènes. La figure 3.11 D montre que l’enrichissement de Hos2 est 
bien présent le long du gène comparativement à Set3. Or Set3 semble tout de même bien co-
localiser avec Hos2. Ce résultat est probablement dû à des problèmes techniques donnant des 
résultats biaisés, ainsi un manque de valeurs est présent pour Set3. Il serait donc bon de 
prendre en considération un nombre de valeurs minimum commun entre les deux paramètres 
étudiés sur un même gène pour que le résultat soit valable. Ce même problème est présent sur 
la figure 3.11 E. Malgré la longueur importante du gène, une seule valeur est présente  pour 
Hos2 et un très faible enrichissement pour Set3. Il est impossible de prendre en compte ce 
résultat étant donné qu’une seule valeur a été utilisée pour représenter l’enrichissement 
protéique sur l’ensemble du gène. Afin d’élargir mes analyses du complexe Hos2 seul, j’ai 
étendu mes analyses à l’ensemble des gènes où la différence d’enrichissement Hos2 - Set3 est 
supérieure à 0,5. Au total, 50 gènes des 1037 gènes présents dans le cluster Hos2 seul 
répondaient à ce critère et leur taille moyenne était de 1013 pb. Cependant la médiane n’était 
que de 465,5 pb. Le fait que la médiane indique 465,5 pb signifie que plus de la moitié des 
gènes ont une taille inférieure à 500 pb. Après avoir retiré les gènes plus petits que 1 kb, je me 
suis retrouvée avec 18 gènes ayant une taille supérieure à 1 kb et une différence de valeur 
Hos2 - Set3 supérieure à 0,5. J’ai visualisé tous les gènes sur le navigateur génomique UCSC 
et ai constaté qu’ils présentaient des profils similaires à ceux illustrés dans la figure 3.11.  
J’ai procédé par la suite aux mêmes analyses sur le complexe Set3 seul. 41 gènes ont 
montré une différence supérieure à 1 entre les valeurs d’enrichissement de Set3 et Hos2. Tout 
comme précédemment, j’ai étendu mon analyse à l’ensemble des gènes dont la différence Set3 
- Hos2 est supérieure à 0,5. Au total 315 gènes composent ce groupe. Leur taille moyenne est 
de 745 pb tandis que la médiane est de 331 pb. Seulement 69 gènes présentaient une taille 
supérieure à 1 kb. De plus, parmi ces derniers seulement 18 présentaient un enrichissement 
pour Set3 supérieur à 0,5. Les enrichissements inférieurs à cette valeur ne peuvent pas être 
considérés comme significatifs pour un enrichissement protéique sur le génome mais doivent 
être considérés comme du bruit. J’ai visualisé ces gènes sur le navigateur génomique de UCSC 
ce qui m’a permis de rapidement conclure que 3 types de profils étaient récurrents et 
systématiquement biaisés en faveur de l’existence d’un complexe Set3 sans Hos2. La figure 
3.12 A illustre un premier profil où Set3 présente des valeurs sur l’ensemble du gène. Bien que 
de faibles enrichissements soient observables sur toute la longueur du gène, les extrémités du 
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gène sont significativement plus enrichies. Le même problème est soulevé pour Hos2 seul. 
Soient les extrémités sont contaminées par les gènes voisins ou bien le manque de valeurs sur 
le gène biaise les résultats. Il faudrait un minimum de valeurs d’enrichissement sur le gène 
pour le considérer. Pour la figure 3.12 B, un seul histogramme est visualisé au début du gène 
correspondant au seul oligo de la puce localisée en 5’ de ce gène pourtant relativement long. 
Une seule valeur ne peut être représentative de l’enrichissement le long du gène. Enfin la 
figure 3.12 C montre un enrichissement décroisant tout le long du gène. Pour Hos2 seules 
deux ou trois valeurs ont été considérées ce qui amène à classer ce gène dans le groupe où seul 
Set3 est présent. L’ensemble de ces observations tend à réfuter une localisation génomique de 
la protéine Set3 indépendamment de Hos2 
 
Après analyse des gènes présents dans les groupes Hos2 seul et Set3 seul, il faudrait 
prendre en considération d’autres paramètres pour analyser de façon plus approfondie les 
enrichissements de Set3 et Hos2 sur l’ensemble du génome. Il serait intéressant d’ajouter des 
filtres sur les programmes d’analyse bioinformatique tels que : la taille des gènes, l’étendue 
sur laquelle les données sont prises (5’ UTR et 3’UTR), le chevauchement des UTR, le 
nombre de valeurs minimum le long d’un gène. 
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Figure 3.11 : Exemples de gènes possédant un fort enrichissement uniquement pour 
Hos2 
 (A)-(F) L’enrichissement de  chaque protéine est représenté le long du gène par des 
histogrammes orange. Les gènes sont représentés en bleu. Le gène en vert est le gène pour 
lequel je visualise l’enrichissement protéique (où le gène d’intérêt). Pour chaque panneau, la 
ligne d’histogramme supérieure représente l’enrichissement de la protéine Set3, alors que la 
ligne inférieure correspond aux valeurs d’enrichissement de la protéine Hos2.  
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Figure 3.12 : Exemples de gènes possédant un fort enrichissement uniquement pour Set3 
(A)-(C) L’enrichissement de  chaque protéine est représenté le long du gène par des 
histogrammes orange. Les annotations génomiques apparaissent en bleu. Le gène en vert 
est le gène d’intérêt pour lequel l’enrichissement protéique est visualisé. Pour chaque 
panneau la ligne d’histogramme supérieure représente l’enrichissement de la protéine Set3 
alors que la ligne inférieure correspond aux valeurs d’enrichissement de la protéine Hos2. 
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3.4.4 Localisation de Set3 et Hos2 le long de l’ORF (Open Reading Frame) 
 
Afin d’approfondir mon analyse des sous unités Hos2 et Set3 du complexe Set3C, je me 
suis ensuite intéressée à la distribution de ces deux protéines le long des gènes. Pour effectuer 
ce profil de localisation, j’ai utilisé les programmes informatiques, développés dans notre 
laboratoire, permettant d’aligner les gènes à la fois en 5’et 3’. Plus précisément, ce programme 
fait une moyenne des valeurs sur les gènes afin d’obtenir un profil sur un « métagène ». J’ai 
aligné les gènes à la fois en 5’ et 3’. Les gènes sont donc coupés au milieu pour permettre cet 
alignement. Ainsi une discontinuité est présente au centre de l’ORF sur le « métagène ». J’ai 
testé différents paramètres pour constater leur impact sur l’enrichissement des protéines. Selon 
la littérature (Buratowski 2009),la méthylation de H3K4 et donc le recrutement du complexe 
Set3C sont effectués en 5’ du gène. Pour vérifier la présence des sous unités du complexe 
Set3C en 5’ des gènes, j’ai fait varier, comme premier paramètre, l’orientation des gènes 
adjacents afin de comprendre son effet sur les profils de localisations de Set3 et Hos2 (Figure 
3.14). La proximité des gènes avoisinants peut entraîner une « contamination » des résultats. 
La mise en place d’un filtre sur l’orientation des gènes nous permet d’écarter de nos analyses 
les cas où les valeurs d’enrichissement pourraient se chevaucher entraînant une 
« contamination » des résultats. La section précédente nous a en effet montré que les gènes 
voisins pouvaient nous amener à des conclusions erronées. La figure 3.13 détaille les 
paramètres d’orientation des gènes qui ont permis d’entreprendre les analyses de la figure 
3.14. La figure 3.14 A montre la moyenne des enrichissements des protéines Hos2 et Set3 le 
long de l’ORF lorsque les gènes sont dans une configuration NWN. Un enrichissement en 5’ 
est bien présent, ce qui confirme les données de Buratowski. Cependant un enrichissement 
moins important semble également présent en 3’ des gènes. La figure 3.14 B montre ces 
mêmes enrichissements en 5’ et 3’ mais dans l’orientation WWC. L’ensemble de ces résultats 
a été regroupé sur la figure 3.14 C. Une des possibilités était que l’orientation des gènes 
influence la distribution de Set3 et Hos2 le long de l’ORF. Cela ne semble pas être le cas 
puisque l’analyse des gènes dans des orientations NWN ou WWC donnent des profils 
d’enrichissement sensiblement identiques. Une deuxième interrogation est : pourquoi y a-t-il 
un enrichissement en 3’ des gènes alors que la littérature suggère la présence de Set3C 
uniquement en 5’ des gènes ? 
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Une possibilité serait que les profils d’enrichissement de Hos2 et Set3 soient influencés 
par la taille des gènes. La figure 3.15 décompose l’enrichissement de Set3 et Hos2 en fonction 
de la taille des gènes : supérieure à 700 pb (Figure 3.15 A), supérieure à 1 kb (Figure 3.15 B), 
superposition des deux (Figure 3.15 C). Cette analyse nous permet de conclure que la taille 
des gènes est un paramètre important à prendre en considération dans notre analyse. En effet, 
si je prends un gène dont la taille est supérieure à 1 kb  comparativement à un gène inférieur à 
1 kb,  la distance entre la région 5’ et le 3’ du gène sera moindre pour les gènes inférieurs à un 
1kb. Ainsi, pour les gènes inférieurs à 1 kb, plus précisément inférieur à 600 pb puisque c’est 
la région qui nous intéresse, il y aura une contamination de la région 3’ par les valeurs de la 
région en 5’. J’aurai donc une meilleure répartition des enrichissements, qui seront 
probablement le reflet d’une réalité biologique pour les gènes supérieurs à 1 kb. L’effet de la 
taille des gènes est dans ce cas est un effet purement technique. 
Enfin, j’ai testé comme dernier paramètre, le niveau de transcription couplé à la taille des 
gènes. J’ai analysé le profil d’enrichissement des gènes ayant différents niveaux de 
transcription. Tel qu’estimé par des valeurs d’enrichissement moyen supérieur à 1 ou 2 pour 
Rpb3 (une sous unité de la Pol II), ce critère ne semble pas influencer les courbes de profil 
d’enrichissement.  
Au final, seule la taille des gènes semble influencer ces profils. Comme attendu, mes 
graphiques ont confirmé un enrichissement des protéines Hos2 et Set3 en 5’ des ORF. Ce qui 
semble confirmer le recrutement de Set3 en 5’ des gènes développés dans la littérature. 
Cependant un enrichissement, tout de même moins important qu’en 5’, est également observé 
en 3’. Afin de comprendre si la taille des gènes serait à l’origine de ce résultat en 3’, il serait 
intéressant de créer une analyse bioinformatique de ces résultats en proposant une analyse des 
profils d’enrichissement en alignant les gènes uniquement en 5’ puis uniquement en 3’. Un 













Figure 3.13 : Orientation des gènes Watson et Crick 
Pour plus de simplicité dans cette illustration, le gène central d’intérêt est considéré comme 
encodé par le brin Watson « W » et on s’intéresse à l’orientation des gènes adjacents dans le 
génome.  
L’orientation du gène sur le brin Watson, « W »  est 5’-3’. Les gènes encodés sur le brin 
Crick, « C » est 3’-5’. Le « N » signifie que le gène peut être encodé indifféremment par l’un 
ou l’autre des deux brins. (A) Représentation des gènes ayant une orientation NWN. (B) 
Représentation WWC. 
Pour une protéine localisée en 5’ des gènes, l’organisation WWC est celle qui minimise les 
effets de contamination puisque j’éloigne les extrémités 5’ des gènes adjacents au gène 
central.  
Gène 1 “N” Gène 3 “N” Gène 2 “W” 









Figure 3.14 : Distribution moyenne des enrichissements des protéines Set3 et Hos2 selon 
l’orientation des gènes NWN et WWC 
Les valeurs d’enrichissement ont été alignées sur le début et à la fin de l’ORF séparément. 
La courbe moyenne a ainsi été intégrée (A) L’enrichissement de Set3 et Hos2 pour 
l’ensemble des gènes ayant une orientation NWN. (B) L’enrichissement des gènes ayant une 




Figure 3.15 : Distribution moyenne des enrichissements des protéines Set3 et Hos2 selon 
la taille des gènes 
Les valeurs d’enrichissement ont été alignées sur le début et à la fin de l’ORF séparément. 
La courbe moyenne a ainsi été intégrée. (A) L’enrichissement de Set3 et Hos2 pour 
l’ensemble des gènes ayant une taille supérieure à 700 pb. (B) L’enrichissement des gènes 
ayant une taille supérieure à 1 kb. (C) Superposition de l’ensemble des courbes des figures 




Figure 3.16 : Distribution moyenne des enrichissements des protéines Set3 et Hos2 selon 
le niveau de transcription 
Les valeurs d’enrichissement ont été alignées sur le début et à la fin de l’ORF séparément. 
La courbe moyenne a ainsi été intégrée (A) L’enrichissement de Set3 et Hos2 pour 
l’ensemble des gènes ayant une taille supérieure à 700 pb, selon la valeur de Rpb3 : c’est-à-
dire soit supérieure à 1 ou à 2. La valeur de Rpb3 correspond au niveau de transcription, 
ainsi les gènes les plus activement transcrits sont les gènes dont la valeur de Rpb3 est 
supérieure à 2. (B) L’enrichissement des gènes ayant une taille supérieure à 1 kb, selon la 
valeur de Rpb3 : c’est-à-dire soit supérieure à 1 ou à 2.  
Set3-9myc Rpb3>1             Set3-9myc Rpb3>2 
Hos2 6-HA Rpb3>1              Hos2 6-HA Rpb3>2 
 
 
Set3-9myc Rpb3>1             Set3-9myc Rpb3>2 
Hos2 6-HA Rpb3>1              Hos2 6-HA Rpb3>2 
 
 
Gènes > 700 pb                                                          Gènes > 1kb        
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3.5 Construction de souches avec délétion de gènes 
 
Mes différentes analyses laissent à penser qu’il n’existe qu’un seul et unique complexe 
Set3C. Afin de répondre à un troisième objectif de mon projet, à savoir le recrutement de 
Set3C, j’ai construit des souches mutantes affectant la méthylation de la lysine 4 de l’histone 3 
qui selon Buratowski (Buratowski and Kim 2010) recrute le compelxe Set3C. Les différents 
gènes ciblés pour atteindre H3K4 méthylés sont : RAD6 pour la perte de H3K4me3 et 
H3K4me2, BRE2 pour la perte de H3K4me3 et diminution de H3K4me2, SPP1 pour la perte 
de H3K4me3. De plus pour vérifier si les méthylases n’ont pas d’impact sur ce recrutement, 
j’ai également étiqueté Set3-9myc dans une souche triple mutante délétante pour les 3 
méthyltransférases identifiées chez la levure : SET1, SET2 et DOT1 (Set3-9myc, set1Δ, set2Δ, 
dot1Δ : souche yFR963). La première étape fut de construire les cassettes (Tableau V). La 
transformation, par recombinaison homologue chez S.cerevisiae, pour déléter un gène a été 
effectué dans la souche sauvage (yFR116) mais également dans la souche Set3-9myc 
(yFR099). Afin de vérifier dans un premier temps par amplification PCR l’insertion du 
marqueur à la place du gène, j’ai utilisé les amorces énumérées dans le tableau VI. La figure 
3.3 illustre la localisation des différentes amorces sur le gène lors du criblage. Pour cette 
première confirmation d’insertion des cassettes, l’ensemble des criblages est présenté sur la 
figure 3.17. Je n’ai pas réussi à cribler par amplification PCR la perte du gène SPP1 
possiblement à cause de structures secondaires mais aussi des régions très AT riches rendant 
ainsi l’amplification plus difficile. Cette mutation n’a donc pu être vérifiée que par immuno-
buvardage de type Western. L’ensemble des criblages m’a donné des clones positifs. J’ai donc 
par Western blot testé ces clones pour vérifier si j’avais des pertes de di- et triméthylation de 
H3K4. J’ai utilisé les anticorps H3K4me2 (Chemicon) et H3K4me3 (Abcam) dilués 1/500 
dans du TBS-T/ lait 5%. Pour l’épitope myc, j’ai utilisé l’anticorps de laboratoire 9E10 dilué 
1/3000. La souche sauvage (yFR116) a été également chargée, comme contrôle, dans les 
différents Western blot (Figure 3.17). Les méthylations sont détectées à 15 kDa tandis que 
Set3-9myc à 99kDa. Je n’ai pas pu mettre l’actine en contrôle sur l’ensemble des figures de 
Western blot (Figure 3.17) car le signal était trop faible pour montrer que la même quantité 
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protéique avait été déposée dans chacun des puits. Cependant pour certains de ces Western 
blot, des bandes non spécifiques sont présentes et peuvent servir de contrôle de chargement. 
 
Étant donné que certaines de ces souches existent déjà dans le laboratoire, le tableau VII  
résume l’ensemble des souches que j’ai construit et  l’impact de chacune de ces mutations sur 
le degré de méthylation. Au final, le mutant rad6Δ provoque la perte de H3K4me2 et 
H3K4me3. spp1Δ quant à lui donne uniquement la perte de la triméthylation. bre2Δ, dont les 
phénotypes ont été discutés dans mon introduction, a montré lors de mes expériences une perte 
de H3K4me3 et une diminution de H3K4me2. La suite de ce projet sera de tester ces 
différentes souches par ChIP-chip et de voir l’impact sur l’enrichissement de Set3 aux gènes 
activement transcrits. Cette partie sera développée dans ma discussion. 
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Tableau V : Récapitulatif des constructions de cassette pour les délétions de gènes  
 
Plasmide Gène ciblé Epitope Marqueur 
Oligonucléotides pour construction 
cassette 
pFR005 RAD6 X LEU2 oFR2235-oFR2236 
pFR005 BRE2 X LEU2 oFR2362-oFR2363 
pFR005 HOS2 X LEU2 oFR2370-oFR2371 













Taille attendue si 
insertion 
Taille si non insertion 




3120 bp 0 kb 
A: oFR2052 
E: oFR667 




2276 bp 816 bp 
B: oFR2242 
C: oFR762 




















mutant sur les 
méthylations 
d'histone 
30; 31 yFR248 Set3-9myc yFR963 MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu32-
3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+,dot1::HIS3, set2::LEU2, 
set1::KanMX4+SET3::9Myc-TRP1 
perte de H3K4, 
H3K36, H3K79 
35; 36 yFR099 Rad6D::LEU2 yFR1019 MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-





37 yFR116 Rad6D::LEU2 yFR1029 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-
3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, psi+ 1, 
rad6::LEU2 
32 yFR099 Bre2D::LEU2 yFR1202 MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-






34 yFR116 Bre2D::LEU2 yFR1203 
MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-
3,112, his3-11,15, ura3, GAL+, 
psi+,Bre2D::LEU2 
39 yFR099 Spp1D::LEU2 yFR1223 MATa, ade2-1, trp1-1, can1-100, leu2-







Figure 3.17 : Criblage des mutations de gènes  
Le tableau VI  résume les tailles attendues lors du criblage. (a) (b) Criblage de l’épitope myc 
sur le gène Set3 transformé dans yFR116. Deux couples d’amorces A-E ont été utilisés pour 
les figures (a) et (b). (c) Criblage de Bre2 ::LEU2 dans les souches sauvage (yFR116) et 
Set3-9myc (yFR099) effectué avec les amorces A et B. (d) Criblage de Rad6 ::LEU2 
incorporé dans la souche sauvage (yFR116) avec les amorces B et C. (e) Criblage 
additionnel de Rad6 ::LEU2 incorporé dans la souche Set3-9myc (yFR099) avec les amorces 
A et B. (f) Criblage Rad6 ::LEU2 incorporé dans la souche Set3-9myc (yFR099) grâce aux 
amorces A et B. Le poids moléculaire utilisé sur tous les gels d’agarose est 1 Kb Plus DNA 
ladder de chez Invitrogen. 
37  38   yFR116 
a   Set3-9myc                  b   Set3-9myc                 c   Bre2::LEU2 
30  31  yFR116 
3000 
1650 







2000   2000 
d  Rad6::LEU2                  e  Rad6::LEU2                f  Rad6 ::LEU2    
35   36   yFR116 
1000 
35   36   yFR116 
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Figure 3.18 : Détection des méthylations de H3K4 et de l’étiquette myc par Western blot  
L’ensemble des transformants criblés positivement par PCR a été positif lors de la détection 
par Western Blot. Le tableau VII résume les numéros de clones associés aux 
transformations effectuées. (a) La taille attendue pour la souche Set3-9myc est de 99 kDa. 
(b) Souche Bre2Δ où l’on observe la diminution de diméthylation, et la perte de la 
triméthylation en (c). (d) (e) Perte de diméthylation de rad6Δ respectivement dans les 
souches étiquetées et sauvages. (f) Perte de H3K4me3 pour l’ensemble des souches rad6Δ. 
(g) Perte de triméthylation pour le mutant spp1Δ.   
 
  a   Set3-9myc                            b  Bre2::LEU2                          c   Bre2::LEU2    
  99 kDa 
32    34    yFR116 32    34    yFR116 30         31 
 38       yFR116 
              yFR116       37 
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4.1 Localisation des sous unités Hos2 et Set3 du 
complexe Set3 
 
J’ai étudié par la méthode de ChIP-chip l’organisation du/des complexes Set3C sur 
l’ensemble du génome de S.cerevisiae. Plus précisément mon investigation s’est portée sur la 
localisation des sous-unités Hos2 et Set3 sur l’ensemble des gènes les plus activement 
transcrits, c’est-à-dire lorsque la sous unité Rpb3 de l’ARN polymérase II possède des valeurs 
d’enrichissement en log2, supérieures à 1 ou 2. Grâce à des approches bioinformatiques, telles 
que l’utilisation du navigateur génomique de UCSC, la classification en cluster  des gènes et 
des représentations graphiques des enrichissements moyens sur les gènes transcrits mettant en 
évidence la distribution de ces protéines le long des gènes, ma conclusion est que les sous 
unités Hos2 et Set3 semblent ne former qu’un seul et unique complexe : Set3C. 
 
Au départ, il me semblait que le complexe Set3C pouvait être subdivisé en plusieurs 
complexes incluant les protéines Hos2 et Set3. En effet de nombreux gènes montraient un 
enrichissement protéique uniquement pour l’une ou l’autre de ces protéines. Cependant, en 
analysant de plus près les enrichissements obtenus sur les gènes où seul Hos2 ou Set3 étaient 
présents, il apparait clairement que les résultats étaient faussés par le manque de valeurs sur un 
gène, les faibles enrichissements obtenus dus à la difficulté à immunoprécipiter ces protéines 
ou encore à la contamination des données, due à la proximité des gènes. Ainsi, la présence de 
différents complexes à savoir  un complexe ou seul Set3 est présent et un deuxième ou seul 
Hos2 localise est présentement réfuté.  
 
Afin de corriger les biais de ces données, différentes possibilités sont à prendre en 
considération : tester d’autres anticorps lors du ChIP pour possiblement augmenter l’avidité de 
l’anticorps et donc l’enrichissement spécifique des étiquettes tout en diminuant le bruit de 
fond; faciliter l’immunoprécipitation par des temps de sonication plus longs, afin d’aboutir à 
des fragments d’ADN plus court. Au niveau des analyses bioinformatiques, il serait possible 
d’ajouter différents filtres aux programmes. Plus précisément, imposer une longueur minimale 
pour les gènes (1 kb), éliminer les gènes qui ont moins de 4 valeurs d’enrichissement, retirer 
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les gènes dont les ORF ou les régions UTR se chevauchent. En effet les gènes inférieurs à 1 kb 
ont généralement peu d’oligos présents sur le navigateur génomique, ce qui diminue la 
confiance statistique du résultat final d’enrichissement protéique le long du gène. 
 
Une deuxième observation a été présentée lors de mes résultats : un profil 
d’enrichissement de Hos2 et Set3 en 5’ des ORF mais également en 3’. Contrairement à la 
présence de Set3 en 5’, déjà observée  par Buratowski, nous avons été les premiers à 
démontrer un enrichissement en 3’. On peut toutefois remarquer que cet enrichissement est 
moins important qu’en 5’. Il peut simplement s’agir d’une contamination en 3’ des 
enrichissements localisés en 5’ des petits gènes (pour lesquels les extrémités sont très/trop 
proches) ou une contamination due aux UTR qui se chevauchent. Ainsi cet enrichissement se 
révélerait être un faux positif. Pour confirmer ou infirmer l’enrichissement en 3’, il serait 
pertinent de tester un programme bioinformatique où les gènes sont uniquement alignés en 5’ 
puis uniquement en 3’. 
 
4.2 Le(s) recrutement(s) possible(s) du complexe Set3  
 
Je n’ai pas encore élucidé quel(s) étai(en)t le(s) mode(s) de recrutement(s) de Set3C. Dans 
la dernière partie de mes résultats j’ai décrit la construction de différentes souches dont les 
mutations affectaient la méthylation des histones, à différents degrés. La prochaine étape du 
projet sera donc de tester ces mutants et d’observer par ChIP-chip l’impact de la variation des 
niveaux de méthylation sur le recrutement génomique de Set3 et Hos2. Suivant mes résultats 
obtenus dans la partie 3.5, le mutant spp1Δ affecte uniquement la triméthylation de H3K4, la 
mutation bre2Δ aboutit à une perte de la triméthylation de H3K4 et diminue le niveau de la 
diméthylation, enfin rad6Δ provoque la perte complète de la di- et de la triméthylation de 
H3K4. Dans un premier temps, l’utilisation du mutant rad6Δ lors d’un ChIP-chip permettrait 
de confirmer les études in vitro de Buratowski, suggérant un recrutement de Set3C par 
H3K4me2. Dans un deuxième temps, l’utilisation des autres mutants permettrait de définir 
plus précisément l’impact des marques H3K4me2 et H3K4me3 sur le recrutement des sous-
unités étudiées.  
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Afin de mieux comprendre le lien entre Set3 et Hos2 lors du recrutement du complexe, il 
serait intéressant de vérifier plus précisément, in vivo, le mode de recrutement de Set3. En 
effet, Set3 se lie via son  domaine PHD à H3K4me2 in vitro (Buratowski 2009). Pour ce faire, 
je construirais un mutant W140A du domaine de liaison PHD de Set3 (Buratowski 2009). Un 
autre mode de recrutement du complexe Set3C serait l’existence d’autres  protéines ayant elles 
aussi un domaine PHD. Rxt1 et Pho23 appartenant au complexe Rpd3L, possèdent un 
domaine PHD pouvant se lier à H3K4 et sont donc des candidates possibles pour médier le 
recrutement du complexe Set3C par la marque de H3K4me. Un mutant de l’une ou l’autre de 
ces deux protéines provoque une augmentation de l’acétylation (Buratowski 2009). Il serait 
donc intéressant de tester les mutants rxt1Δ et pho1Δ mais également des doubles mutants 
set3Δ, rxt1Δ et set3Δ, pho1Δ et de voir l’impact sur le recrutement de Set3C sur l’ensemble 
des gènes activement transcrits in vivo. 
 
Un autre angle d’approche pour déterminer le mécanisme de recrutement du complexe 
Set3C par les histones méthylées serait de tester le triple mutant set1Δ, set2Δ, dot1Δ 
aboutissant à une perte des marques de méthylation H3K4, H3K36 et H3K79. Ce mutant 
m’indiquera si, en l’absence de l’activité possiblement redondante de ces méthylases, le 
recrutement de Set3 est toujours possible. En effet, si on considère les études d’Hinnebusch, 
impliquant la phosphorylation du CTD de la Pol II, il semblerait que la méthylation de H3K4 
ne soit pas essentielle au recrutement de Set3C aux régions transcrites. La présence de la Pol II 
phosphorylée aux gènes très activement transcrits serait suffisante au recrutement de Set3. Ce 
mécanisme n’est pas sans rappeler le fonctionnement du complexe HDAC Rdp3S, lui-même 
recruté par le CTD phosphorylé et stimulé dans son activité de déacétylation par la marque 
H3K36me (Drouin, Laramee et al. 2010) (Govind, Qiu et al. 2010). Il semblerait que le 
complexe Set3C ait une activité similaire au complexe Rpd3S. Cette possibilité suggèrerait un 
rôle de Set3C en tant que co-répresseur de transcription c’est-à-dire comme complexe HDAC 
remodeleur à la chromatine lors de la transcription active. Pour confirmer cette hypothèse, 
d’autres mutants des protéines intervenant dans les phosphorylations du CTD de la Pol II 
devront être testés : kin28as, ctk1Δ et bur2Δ. Selon Hinnebusch, sans ces phosphorylations il 
est impossible de recruter Set3C en 5’ des gènes. Je testerai donc le recrutement de Set3C dans 
ces mutants pour confirmer cette hypothèse in vivo sur l’ensemble du génome et ainsi vérifier 
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si sur les gènes activement transcrits, le recrutement de ce complexe est totalement dépendant 
du CTD phosphorylé de la Pol II. Buratowski (Buratowski and Kim 2010) proposa un modèle 
alliant méthylations des histones, les phosphorylations du CTD de la Pol II et le recrutement 
des complexes HDAC Rpd3S et Set3C. Dans ce modèle, le promoteur est une zone fortement 
acétylée grâce à un nombre important de remodeleurs et d’HAT recrutés à cet endroit par  des 
activateurs de transcription. Dans ces régions, la marque H3K4me3 est présente et la densité 
nucléosomale est faible. En aval de la région promotrice, en 5’ des gènes, H3K4me2 cible 
l’activité Set3C dans le but de remodeler la chromatine après le passage de la Pol II lors de la 
transcription active dépendante de H3K4me2. L’association des nucléosomes dans cette 
région est plus stable. Le long de la région codante et jusqu’en 3’ des gènes, l’association de 
Set2 avec la Pol II et donc la présence de H3K36 va favoriser l’activité HDAC de Rpd3S. Ce 
modèle suggère une continuité des complexes HDAC, le long de gènes actifs, dans le but de 
stabiliser les nucléosomes lors du passage de la Pol II phosphorylée, avec l’aide des 
complexes méthyl transférases. 
 
4.3 Le(s) complexe(s) HDAC 
 
Finalement, après avoir mené des investigations sur Set3C, il serait possible que ce 
complexe ait un fonctionnement similaire au complexe HDAC Rdp3S. Ces deux complexes 
semblent se localiser sur la plupart gènes les plus activement transcrits. Mais localisent-ils sur 
les mêmes gènes ? Une analyse de la distribution de ces complexes sur les gènes activement 
transcrits nous indiquerait si nous sommes en présence de deux complexes co-localisant sur 
les mêmes gènes, suggérant une fonction commune redondante, ou bien sur des groupes de 
gènes différents ce qui indiquerait une fonction HDAC de ces complexes à des groupes de 
gènes distincts. Buratowski (Buratowski and Kim 2010) a observé que Set3C semblait 
localiser en 5’ des gènes tandis que Rpd3S semblait être présent en 3’ des gènes. Il proposa 
différentes hypothèses pour expliquer cette observation. Une première possibilité serait que 
Set3C aiderait à la répression de la transcription cryptique au niveau du promoteur proximal et 
lors de l’initiation tandis que Rpd3S aurait la même fonction en aval de Set3C, au niveau des 
régions transcrites. Cette hypothèse suggère que des mutants set3Δ et set2Δ ne répriment pas 
83 
les mêmes sites de transcription cryptique. Une deuxième possibilité serait que ces deux 
complexes, présents sur l’intégralité des gènes restreignent ensemble l’acétylation de la 
chromatine. Il faut savoir qu’à l’origine les méthylations d’histones étaient considérées comme 
irréversibles  dans le but de réprimer les gènes. Or, Rdp3S est connu pour réprimer des gènes 
mais aussi pour déacétyler la chromatine durant la transcription active des gènes. Finalement 
une troisième hypothèse, en lien avec la deuxième, serait que ces complexes HDAC soient un 
modèle de transition entre activation et répression de la transcription.  
 
Des études protéomiques, chez S. cerevisiae et S .pombe, ont démontré que des sous-
unités des complexes Set3C et Rpd3L étaient impliquées dans un complexe unique : le 
complexe Rpd3L-expanded (Shevchenko, Roguev et al. 2008). Plus précisément, l’ensemble 
des sous-unités du complexe Rpd3L serait présent dans ce complexe ainsi que les sous-unités 
Snt1, Sif2, Set3, Hos2 et Tos4 du complexe Set3. On sait que Rpd3L est un complexe très 
bien localisé aux promoteurs dans le but de réprimer l’expression génique. Ce complexe se 
situe également sur certaines régions codantes de gènes activement transcrit où Rpd3S se 
localise (Drouin, Laramee et al. 2010). Cependant aucune étude n’a pu démontrer 
l’importance fonctionnelle de Rpd3L au niveau des régions codantes. Nous sommes donc en 
présence de deux complexes HDAC distincts Rpd3L et Set3C qui semblent toutefois interagir 
pour former un nouveau complexe Rdp3L-expanded; toutefois aucune fonction n’a été 
proposée pour ce complexe.  
Ma future hypothèse de travail serait que Rpd3L, tout comme Rpd3S, et possiblement 
Set3C restreint la transcription cryptique au niveau des régions codantes des gènes. De plus 
Rpd3L semble avoir un lien fonctionnel avec Set3C.  
 
Plusieurs axes de recherche seront développés dans le but de prouver le lien fonctionnel 
entre Rpd3S, Rpd3L et Set3C. À court terme, les objectifs de recherche seront de déterminer 
le mode de recrutement de Set3C en utilisant les différents mutants. Il a été montré récemment 
que le complexe Set3C est impliqué dans la répression de la transcription cryptique (Kim, Xu 
et al. 2012). Cette étude de Buratowski confirme donc l’hypothèse que Set3C, tout comme 
Rpd3S intervient dans la modulation de transcription cryptique. A plus long terme, une étude 
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se focalisant sur l’ensemble des complexes HDAC déterminera si Rpd3L possède le même 
mode de recrutement que Rpd3S et occupe, lui aussi, un rôle dans la répression de la 
transcription cryptique. Enfin le dernier objectif sera de déterminer le lien fonctionnel entre les 
trois complexes Set3C, Rpd3L et Rpd3S. 
 
Pour atteindre mes différents objectifs, la technique de ChIP-Chip sera principalement 
utilisée. Cette technique me permettra de comprendre l’association de Set3C mais aussi de 
Rpd3L avec le génome. En effet je vais pouvoir comparer la localisation des sous-unités de 
chacun de ces complexes pour voir si des co-localisations existent sur des groupes de gènes 
spécifiques. Le principal avantage de cette technique est l’utilisation d’une biopuce 
représentant le génome complet de la levure, incluant les régions intergéniques. Des approches 
biochimiques permettront, par la suite, de compléter et d’affiner la compréhension de 
mécanismes de recrutement et d’interaction entre ces complexes. 
Considérant la présence de  Rpd3L sur des régions codantes de façon analogue à Rpd3S, 
l’un des mes futurs objectifs, à long terme, suppose que ces deux complexes n’en forment peut 
être qu’un et sont donc recrutés sur les régions codantes de manière identique. Ainsi, je vais 
utiliser des mutants qui, comme c’est le cas pour Rpd3S,  devraient avoir un impact sur le 
recrutement de Rpd3L. Ces mutants sont ctk1∆ et kin28as. Ils auront un impact sur les 
marques de phosphorylations du CTD de la sous unité Rpb1 de l’ARN polymérase II et 
altéreront, supposément, le recrutement du complexe Rpd3L. Je testerai un mutant set2∆ afin 
d’éliminer la méthylation H3K36 nécessaire à l’activité du complexe HDAC Rpd3S. 
J’utiliserai aussi des mutants  de spt4Δ et spt5Δ connus pour réprimer la fonction du complexe 
Rpd3S et donc peut être celle de Rpd3L. J’observerai si les niveaux d’acétylation augmentent 
dans ces mutants. Si ces mutants altèrent la localisation et la fonction HDAC de Rpd3L, alors 
il est fort probable que celui-ci soit recruté selon un mécanisme identique à Rpd3S et ait, lui 
aussi, un impact sur la présence de transcription cryptique. Pour prouver ou réfuter l’action de 
Rpd3L sur la transcription cryptique, j’utiliserai la technique d’approche de détection de 
l’initiation cryptique à l’aide d’un gène rapporteur qui sera exprimé uniquement lors de la 
transcription cryptique. Cette méthode a permis l’identification de mutants de l’initiation 
cryptique (Cheung, Chua et al. 2008). 
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Pour atteindre l’objectif final, à savoir déterminer le lien entre les trois complexes HDAC, 
je vais, dans un premier temps, déterminer par ChIP-Chip si Rpd3S, Set3C et Rpd3L occupent 
des régions codantes analogues. Leur localisation sera comparée en étiquetant une sous unité 
spécifique de chacun de ces complexes. Ainsi j’analyserai la distribution ces sous unités sur 
l’ensemble du génome dans le but d’identifier, comme je m’y attends, des groupes de gènes 
possédant ces trois complexes sur leurs régions codantes. Ces gènes devraient correspondre à 
des gènes activement transcrits par l’ARN polymérase II. Cette constatation confirmerait que 
ces 3 complexes ne sont finalement pas aussi distincts que l’on ne le pense et suggèrerait une 
fonction commune en lien avec l’activité transcriptionnelle. Les mutants des sous-unités 
spécifiques de chacun de ces trois complexes m’indiqueront l’importance de leur complexe sur 
le recrutement des deux autres complexes. Par la suite je déterminerai le lien fonctionnel entre 
ces trois complexes. Plus précisément, j’utiliserai des souches mutantes de chacun de ces 
complexes et regarderai si le niveau d’acétylation augmente, bien que les autres complexes 
soient présents. Ces données m’indiqueront si la déacétylation des deux autres complexes est 
dépendante du troisième complexe. En supposant que Rpd3L et Set3C soient également 
impliqués dans la répression de transcription cryptique, je purifierai chacun de ces complexes 
par la méthode de tandem affinity purification (TAP) afin de caractériser les interactions entre 
les sous-unités des  complexes et vérifier la possibilité qu’ils forment un super complexe 
(Puig, Caspary et al. 2001).Je construirai des mutants des sous unités de ces trois complexes 
afin de déterminer l’impact de chacun sur la répression de la transcription cryptique. La 
présence de sites de transcription cryptique sera évaluée par la méthode de détection de la 
transcription cryptique telle que décrite (Cheung, Chua et al. 2008) et brièvement énoncée plus 
haut. Ainsi, l’ensemble de ces résultats me permettra de trancher sur la présence chez la 
levure, d’un super complexe assemblé à partir de Rpd3S, Set3C et Rdp3L et qui serait 













Le complexe Set3C n’est toujours pas caractérisé et ses modes de recrutement sont 
controversés. Cependant les études récentes remettent en cause le fait même que les HDAC ne 
soient impliqués que dans la co-répression de la transcription. La redondance de ces 
complexes lors de transcription active montre l’importance de la déacétylation et possiblement 
d’autres fonctions encore méconnues de ces HDAC. Le possible lien fonctionnel entre les 
complexes Set3C, Rdp3S et Rpd3L via Rpd3L-Expanded  pourrait nous éclairer sur le rôle de 
ces HDAC sur les gènes les plus transcrits. A long terme, cette étude aura un impact important 
sur notre compréhension de la régulation de la transcription cryptique, un domaine de 
recherche de plus en plus étudié de part son impact pour la cellule. 
 
De nouveaux traitements pour combattre les cancers utilisent des inhibiteurs des HDAC 
(Costa 2010) (Drummond, Noble et al. 2005)Toutefois, la découverte de nouvelles fonctions 
dans la transcription active pour plusieurs HDAC (Rpd3S, Set3) laisse présager la possibilité 
d’effets secondaires potentiellement plus sévères qu’envisagés. Il serait donc prudent de 
considérer l’importance des études sur ces HDAC afin de mieux comprendre leurs 
mécanismes et leurs fonctions. La simplicité de l’organisme modèle S. cerevisiae facilite 
l’étude et la caractérisation de la régulation des HDAC. A plus long terme, la conservation des 
mécanismes nouvellement identifiés chez la levure devra être testée sur les orthologues 
mammifères afin de vérifier si l’impact des HDAC Rpd3S, Set3 et Rpd3L est similaire à celui 
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